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RÉSUMÉ 
Le cartilage articulaire possède une faible capacité de réparation intrinsèque car celui-ci est 
avasculaire. Initiée par un traumatisme ou une inflammation chronique de l’articulation, l’arthrose 
est une pathologie des articulations caractérisée par une dégradation du cartilage articulaire et de 
l’os sous-jacent. La stimulation osseuse est la procédure chirurgicale la plus recommandée pour 
traiter les lésions ostéochondrales. Cette procédure consiste à induire une réponse de guérison 
spontanée dans l’os sous-chondral afin d’induire le recrutement de MSC dans la lésion 
ostéochondrale et la génération d’un nouveau tissu cartilagineux. Présentement, il existe un besoin 
clinique de développer des traitements auxiliaires à la stimulation osseuse qui permettront 
d’augmenter le recrutement de MSC in situ et leur différenciation dans le nouveau tissu de 
réparation. 
Le chitosane est un polysaccharide composé d’unité de glucosamine et N-acétyl-glucosamine qui 
a été utilisé précédemment pour améliorer l’attraction des MSC et la réparation du cartilage induite 
par stimulation osseuse. Une étude de ces mécanismes cellulaires derrière cette meilleure 
réparation du cartilage a démontré que les macrophages pourraient jouer des rôles vitaux dans la 
meilleure réparation du tissu. Il est reconnu que les macrophages présents dans le tissu de 
granulation et la membrane synoviale sécrètent une vaste gamme de molécules solubles qui 
peuvent promouvoir le succès, ou l’échec de la réparation du cartilage. Par conséquent, les 
approches thérapeutiques visant à moduler le phénotype des macrophages afin que celles-ci 
sécrètent des cytokines anti-inflammatoires et anaboliques qui favorisent le recrutement des MSC 
s’avèrent prometteuses. Pour ces raisons, le chitosane est très intéressant, car celui-ci possède un 
potentiel immunomodulatoire important sur les cellules de l’immunité innée. Toutefois, ces 
propriétés immunomodulatrices sur les macrophages demeurent méconnues. Un obstacle majeur 
est de comprendre quelles sont les propriétés structurales du chitosane qui mènent aux réponses 
pro- ou anti-inflammatoires chez les macrophages.  
Cette thèse de doctorat vise à caractériser les interactions entre les macrophages et le chitosane afin 
de déterminer comment ce polysaccharide peut être utilisé pour moduler le comportement des 
macrophages afin d’améliorer la réparation du cartilage et maintenir l’intégrité des articulations. 
Les objectifs principaux de cette thèse sont de :  
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1) Déterminer comment le comportement des macrophages peut être modulé par le chitosane afin 
de stimuler chez ces cellules la libération de facteurs anti-inflammatoire et anabolique capables 
d’améliorer la réparation du cartilage et protéger son intégrité. 
2) Générer une librairie de chitosanes possédant des propriétés structurales distinctes afin 
d’évaluer l’influence de ces propriétés sur la capacité des macrophages à sécréter des facteurs 
bénéfiques pour la réparation du cartilage. 
3) Identifier les mécanismes cellulaires et les motifs structuraux du chitosane permettant à ce 
polysaccharide d’induire chez les macrophages des réponses anti-inflammatoire tout en 
minimisant l’activation de réponses pro-inflammatoire. 
Dans le premier article présenté dans cette thèse, nous avons testé l’hypothèse que le chitosane 
biodégradable (degré de déacetylation (DDA) 80%, poids moléculaire moyen de nombre (Mn) 132 
kDa) stimule les macrophages sous différents états de polarisation à sécréter des facteurs anti-
inflammatoires et des molécules chimiotactiques pour les MSC. Pour cette étude, des macrophages 
humains U937 ont été obtenus par différenciation avec du phorbol myristate acétate (PMA) et ont 
été polarisées en macrophages M1 ou M2a par le biais d’une stimulation IFN-γ/LPS ou IL-4 (en 
présence ou absence de particules de chitosanes). Nous avons observé que la stimulation au 
chitosane induit la libération de cytokines bien distinctes en fonction du phénotype macrophagique 
de départ. Chez les macrophages M0 et M2a, le chitosane a stimulé la libération de chimiokines 
(CCL2/MCP-1, CXCL10/IP-10 et CCL4/MIP-1β), de cytokines anti-inflammatoires (IL-1ra et IL-
10) et d’IL-1β, avec 25 à 400 fois plus d’IL-1ra que d’IL-1β. Chez les macrophages M1, le 
chitosane a amplifié la libération d’IL-1β sans augmenter la production d’IL-1ra. En utilisant des 
essais de migration in vitro, nous avons observé que les milieux conditionnés de macrophages M0 
et M2a stimulent la migration des MSC tandis que les milieux conditionnés provenant des 
macrophages M1 sont incapables de le faire.  
Ensuite, nous avons testé l’hypothèse que le chitosane acétylé induit la phosphorylation des 
protéines STAT-1 et STAT-6 afin de conduire à la libération des facteurs CXCL10/IP-10 et IL-
1ra. Nous avons observé que le chitosane stimule la libération d’IL-1ra de manière indépendante à 
la protéine STAT-6 tandis qu’il stimule la libération de CXCL10/IP-10 par le biais de la voie 
STAT-1. Cette activation, qui est différée, n’est pas observée lors que les macrophages sont 
stimulés avec un chitosane non biodégradable (98% DDA, Mn 128 kDa). Chez des macrophages 
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primaires humains, l’augmentation de la production d’IL-1β et CXCL10/IP-10 par la stimulation 
au chitosane (80% DDA, Mn 132 kDa) était uniquement observée lorsque ces cellules étaient 
préalablement activées avec le PMA. En absence de PMA, la stimulation au chitosane a 
uniquement stimulé la production d’IL-1ra, suggérant ainsi que le chitosane stimule IL-1ra de 
manière indépendante à IL-1β. En adressant le premier objectif de cette thèse, nous avons démontré 
que le chitosane biodégradable n’altère pas la capacité intrinsèque des macrophages à attirer des 
MSC. Nos travaux ont identifié que le chitosane peut être utilisé pour guider les macrophages dans 
l’articulation à libérer de manière endogène des chimiokines et les facteurs IL-1ra et IL-10 en excès 
par rapport au facteur IL-1β. 
Dans le deuxième article, nous identifions davantage les mécanismes moléculaires et les motifs 
structuraux minimaux du chitosane permettant à ce polysaccharide d’augmenter la production 
simultanée de soit IL-1ra et IP-10, ou bien IL-1β et PGE2. Nous avons généré une libraire unique 
de 20 chitosanes possédant des DDA (60, 80 et 98%), patron d’acétylation (en bloc et aléatoire) et 
Mn (1, 3, 5, 10 et > 100 kDa) distincts et nous avons évalué leur capacité à stimuler la libération 
d’IP-10, IL-1ra, IL-1β et PGE2 chez des macrophages U937. Nous rapportons qu’une gamme 
spécifique de chitosanes (98% DDA, 3-10 kDa; 80% DDA, acétylation en bloc, 10 et 190 kDa) 
induis à de faibles doses une réponse IFN de type 1, qui comprend une activation paracrine de 
STAT-1/STAT-2 par l’IFN-β et qui mène ultimement à la libération simultanée d’IL-1ra et IP-10. 
À de plus fortes doses, les chitosanes de 98% de DDA dont le Mn est supérieur à 5 kDa ont stimulé 
l’activation de l’inflammasome. Cette activation a mené à la costimulation d’IL-1β et PGE2 qui est 
responsable de l’inhibition de la réponse IFN de type 1. Nous démontrons que la capacité de 
certaines chitosanes à induire la libération de cytokines dépend en autre de leur capacité intrinsèque 
à briser les lysosomes une fois internalisés dans les macrophages. La nature et l’ampleur des 
cytokines sécrétées dépend en autre de la sévérité de la rupture lysosomale. 
Pour résumer, cette thèse suggère que certains chitosanes peuvent être utilisés pour intensifier la 
libération endogène des facteurs IL-1ra et IL-10 à partir des macrophages activés, afin de protéger 
l’articulation des cytokines cataboliques comme l’IL-1β. La librairie de chitosanes générée dans 
cette thèse contribue à déterminer les motifs structuraux du chitosane menant à la libération de 
cytokines pro- et anti-inflammatoires par les macrophages et amène de nouvelles connaissances 
sur les propriétés immunomodulatrices du chitosane. Ces connaissances permettront d’utiliser ce 
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biomatériau polysaccharidique de manière plus efficace et sécuritaire pour la réparation du 
cartilage articulaire et pour un vaste nombre d’applications biomédicales. 
 
x 
 
ABSTRACT 
Articular cartilage has very limited intrinsic repair abilities due to its avascular nature. Hence, 
trauma or chronic knee joint inflammation often lead to osteochondral lesions that further 
degenerate and promote development of osteoarthritis, a pathological condition caracterized by 
degradation of the articular cartilage and its underlying subchondral bone. To date, marrow-
stimulation procedures are the first-line treatment options available for patients with osteochondral 
lesions. This procedure involves creating a spontaneous wound repair response in the subchondral 
bone tissue in order to recruit mesenchymal stem cells (MSC) to the lesion site in order to generate 
a new cartilage tissue. There is a current need for augmented-marrow stimulation procedures which 
involve the use of biomaterials in order to augment the in situ recruitment of MSC and support 
proper anatomical differentiation of these cells.  
Chitosan is a polysaccharide biomaterial composed of glucosamine and N-acetyl glucosamine 
monomers that has previously been shown to improve marrow-stimulation elicited MSC attraction 
and cartilage repair. The mechanisms behind the improved cartilage-repair response are partly 
elucidated and have suggested macrophages to be principal orchestrators of the improved repair 
response. It is now recognized that macrophages within the granulation tissue and the synovial 
membrane secrete a wide spectrum of soluble mediators that influence for better or worse the 
outcome of the cartilage repair procedures. Hence, strategies that modulate macrophage phenotype 
in order to guide these cells to release anti-inflammatory cytokines and anabolic factors that 
promote MSC attraction are promising alternatives for cartilage repair. In this regard, chitosan has 
attracted great interest because of its immunomodulatory potential in innate immune cells. Yet, its 
immune modulating properties in macrophages are controversial, as studies have both reported pro- 
or anti-inflammatory effects of chitosan in macrophages. More importantly, the minimal structural 
motifs required for chitosan to induce these divergent pro- or anti-inflammatory responses in 
macrophages remain unidentified.  
This thesis aims at caracterizing the interactions between macrophages and chitosan in order to 
determine how this polysaccharide can be used to modulate macrophage behavior in order to 
improve cartilage repair and preserve knee joints. The main objective of this thesis are to: 
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1) Determine how macrophage behavior can be modulated by chitosan stimulation in order to 
guide the release of anti-inflammatory and anabolic mediators that can improve cartilage repair 
and maintain knee joint integrity. 
2) Generate a library of chitosans with distinct structural properties in order to evaluate the 
influence of chitosan structural properties on the macrophage ability to secrete factors that are 
beneficial for cartilage repair. 
3) Define the cellular mechanisms that are involved in chitosan-mediated macrophage activation 
and identify the minimal structural motifs that allows chitosan to drive the release of anti-
inflammatory cytokines while minimizing the release of pro-inflammatory factors. 
To fulfill the first objective of this thesis, we tested the hypothesis that chitosan (80% degree of 
deacetylation (DDA), number-average molecular weight (Mn) 132 kDa) stimulates macrophages 
under different polarization states to release functional MSC chemokines and anti-inflammatory 
factors. In this study, U937 macrophages were obtained through phorbol-ester differentiation and 
further polarized to M1 or M2a phenotypes using IFN-γ/LPS or IL-4 stimulation in presence or 
absence of chitosan microparticles. We found that chitosan stimulation lead to distinct cytokine 
responses that depended on macrophage polarisation state. In M0 and M2a macrophages, chitosan 
enhanced the release of chemokines (CCL2/MCP-1, CXCL10/IP-10, CCL4/MIP-1β), anti-
inflammatory cytokines (IL-1ra and IL-10), and IL-1β, with a 25- to 400-fold excess release of IL-
1ra over IL-1β. In M1 macrophages, chitosan amplified IL-1β release and failed to enhance IL-1ra 
production. Using MSC chemotaxis assay, we found that conditioned medium from M0 and M2a 
macrophages, with or without chitosan stimulation, attracted primary human MSCs whereas M1 
macrophage conditioned medium failed to stimulate MSC migration.  
We then tested the hypothesis that acetylated chitosan  induces the release of CXCL10/IP-10 and 
IL-1ra through the phosphorylation of the proteins STAT-1 and STAT-6 respectively. We found 
that chitosan stimulates IL-1ra release independently of STAT-6 activation whereas it induced 
CXCL10/IP-10 through a delayed activation of STAT-1. This delayed STAT-1/IP-10 response was 
not observed when macrophages were stimulated with non biodegradable chitosan (98% DDA, Mn 
128 kDa). In primary human macrophages, chitosan (80% DDA, 132 kDa) stimulated CXCL10/IP-
10 and IL-1β release only when cells were primed with PMA. In absence of PMA, chitosan 
stimulation only increased IL-1ra released, suggesting that IL-1ra induction in primary cells was 
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independent of IL-1β release. These data fulfilled the first objective of this thesis, by allowing us 
to conlude that biodegradable chitosan particles do not alter the inherent capacity of macrophages 
to attract MSC. Instead, we concluded that chitosan can be used to guide macrophages to repairing 
bone marrow stimulation defects, and to induce macrophages to release excess amounts of IL-1ra 
and IL-10 over IL-1β, and chemokines.  
In the second article presented in this thesis, we further identify the molecular mechanisms and 
minimal chitosan structural motifs required for chitosan that lead to the co-stimulation of either IL-
1ra and CXCL10/IP-10, or IL-1β and PGE2. We generated a unique library of 20 chitosans with 
distinct DDA (60, 80 and 98%), acetylation pattern (block and random) and Mn (1, 3, 5, 10 and > 
100 kDa) and evaluated their ability to stimulate CXCL10/IP-10, IL-1ra, IL-1β and PGE2 release 
in U937 macrophages. We found that a type 1 IFN response was elicited by specific chitosans (98% 
DDA, 3-10 kDa; block-acetylated 80% DDA, 10 and 190 kDa) at low doses which lead to paracrine 
IFN-β activity leading to STAT-1/STAT-2 activation and co-release of IL-1ra and CXCL10/IP-10. 
At higher doses, the 98% DDA chitosans above 5 kDa activated the inflammasome, which lead to 
co-stimulation of IL-1β and PGE2 release that suppressed the type 1 IFN response. We showed that 
the ability of distinct chitosans to induce cytokine release depended on their ability to disrupt 
lysosomes once internalized by macrophages and further showed that the extent of the lysosomal 
disruption dictated the nature and the magnitude of the cytokine response.  
In summary, this thesis identifies that chitosan can be used to intensify the release of 
endogenous IL-1ra and IL-10 from macrophages in order to protect the joint from inflammatory 
mediators. The novel chitosan library generated in this thesis contributed to identifying the chitosan 
structural motifs required for this polysaccharide to elicit pro- and anti-inflammatory cytokines in 
macrophages and helps bridge an important gap in the litterature concerning chitosan’s immune 
modulating properties. This increased knowledge contributes to a more effective and safer 
translational use of this polysaccharide in cartilage repair and other biomedical applications. 
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CHAPITRE 1 INTRODUCTION  
1.1 Contexte 
Il est estimé que plus de 3 millions de Canadiens, soit un individu sur dix, sont atteints d’arthrose, 
la forme la plus courante d’arthrite. Cette maladie chronique, affectant les articulations, mène à la 
détérioration du cartilage articulaire et de l’os sous-jacent. Cette pathologie touche les personnes 
de tous âges et a souvent des effets débilitants sur la qualité de vie des individus touchés. Les 
répercussions de l’arthrite sur l’économie canadienne sont estimées à 33 milliards de dollars 
annuellement (Société de l’arthrite, 2013). Il a été évalué qu’entre 2010 et 2015, le fardeau 
économique cumulatif de cette maladie sur la société canadienne (sous forme de couts directs liés 
aux soins de santé ou perte de productivité) a atteint plus de 230 milliards de dollars (Société de 
l’arthrite, 2013) . En ce moment, on peut traiter, mais l’on ne peut pas guérir l’arthrite. D’ici 2036, 
il est estimé que l’arthrite touchera un Canadien sur cinq, avec un nouveau diagnostic d’arthrose 
établi toutes les minutes (Société de l’arthrite, 2013).  
Le cartilage est un tissu avasculaire qui possède une capacité de réparation intrinsèque quasi 
inexistante. Suite à un traumatisme ou lors d’une inflammation chronique de l’articulation, le 
cartilage se dégrade graduellement sans jamais se réparer, ce qui promeut le développement de 
l’arthrose. Actuellement, la stimulation osseuse est le traitement de première ligne pour traiter les 
patients atteints de lésions ostéochondrales (Bedi, Feeley, & Williams, 2010). Cette technique 
consiste à perforer l’os sous-chondral afin d’amorcer une réponse de guérison spontanée qui va 
permettre le recrutement de nouvelles cellules souches mésenchymateuses (MSC) au site de lésion 
qui vont pouvoir générer un nouveau tissu cartilagineux. Malgré un succès clinique à court terme, 
le tissu obtenu par stimulation osseuse est fibrocartilageux et possède des propriétés biomécaniques 
plus faibles que le cartilage hyalin original (Knutsen et al., 2007; Knutsen et al., 2004).  
Précédemment, des implants hybrides à base de sang autologue et de chitosane ont été développés 
afin d’améliorer la réparation du cartilage induite par stimulation osseuse (Chevrier, A., Hoemann, 
Sun, & Buschmann, 2007; Hoemann, C. D. et al., 2005). Le chitosane est un polysaccharide obtenu 
à partir de déacétylation de la chitine. Une fois implanté dans les lésions ostéochondrales, l’implant 
sang/chitosane induit une inflammation aigüe où des macrophages sont mobilisés aux tissus 
adjacents à l’implant et est ensuite suivi d’un recrutement accru des MSC (Chevrier, A. et al., 2007; 
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Hoemann, C. D. et al., 2010). Les macrophages sont des cellules du système immunitaire inné 
jouant des rôles importants dans la régénération tissulaire et l’homéostasie des tissus (Mosser & 
Edwards, 2008). Ensemble, ces observations suggèrent que l’interaction entre les macrophages et 
le chitosane mène à la libération de facteurs anaboliques qui promeuvent le recrutement in situ des 
MSC et leur différenciation appropriée dans le nouveau tissu formé.  
Malgré cela, il existe toujours un besoin pour améliorer cet implant, car celui-ci est beaucoup moins 
efficace pour la réparation ostéochondrale chez les animaux âgés. Nous posons l’hypothèse qu’afin 
de développer des implants à base de chitosane plus efficaces, il est critique de mieux caractériser 
l’interaction entre les macrophages et le chitosane et de définir comment les propriétés de ce 
polysaccharide influencent la libération de facteurs anaboliques bénéfiques pour le recrutement des 
MSC, la réparation et la préservation de l’intégrité des tissus cartilagineux.  
1.2 Contribution de cette thèse 
Les travaux de cette thèse sont multidisciplinaires et contribuent à l’avancement des connaissances 
dans les domaines du génie biomédical, de la médecine régénératrice, des biomatériaux et de 
l’immunologie.  
En premier, les travaux présentés dans cette thèse évaluent pour la première fois la réponse de 
macrophages arborant différents phénotypes d’activations aux particules de chitosane. Cette étude, 
bien qu’elle soit in vitro, révèle comment les interactions entre les macrophages et le chitosane 
peuvent être exploitées pour améliorer le recrutement in situ  des MSC et préserver l’intégrité des 
articulations. Notamment, cette étude démontre le potentiel du chitosane afin de stimuler la 
libération de deux puissants facteurs anti-inflammatoires, le récepteur antagoniste de 
l’interleukine-1 (IL-1ra) et l’interleukine-10 (IL-10) dans l’environnement ostéochondral.  
Ces travaux présentent la création d’une librairie unique de chitosanes qui ont permis de décrire et 
d’identifier les propriétés structurales du chitosane qui gouvernent l’activation de réponse pro- ou 
anti-inflammatoires chez les macrophages. Ces travaux innovateurs établissent une fondation sur 
laquelle la communauté scientifique pourra concevoir de nouveaux biomatériaux à base de 
chitosane possédant des propriétés immunomodulatrices contribuant à une meilleure performance 
des biomatériaux en question.  
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Globalement, les travaux de cette thèse démontrent qu’il existe un fort potentiel afin d’utiliser le 
chitosane pour moduler de manière positive le comportement des macrophages durant la réparation 
ostéochondrale et durant l’inflammation des articulations. 
1.3 Organisation de la thèse 
Mis à part le premier chapitre qui sert d’introduction, cette thèse comporte 5 chapitres : 
Le chapitre 2 présente une revue des connaissances et discute des différents sujets nécessaires à la 
bonne compréhension des travaux réalisés dans cette thèse.  
Le chapitre 3 expose la problématique, les hypothèses et les objectifs de cette thèse. Une 
présentation des articles scientifiques, et plus précisément comment ces objectifs répondent aux 
objectifs de la thèse, sera réalisée. 
Les chapitres 4 et 5 présentent les deux articles scientifiques qui constituent les contributions de 
cette thèse. 
Le chapitre 6 présente des résultats complémentaires obtenus lors de l’optimisation de méthodes. 
Le chapitre 7 traite d’une discussion générale des travaux présentés dans cette thèse. 
Le chapitre 8 présente un bilan des résultats principaux obtenus, les conclusions tirées et présentent 
des recommandations pour les travaux à venir. 
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CHAPITRE 2 REVUE DE LITTÉRATURE  
Ce chapitre présente les éléments scientifiques nécessaires à la compréhension des travaux de 
recherche présentés dans cette thèse. Ce chapitre discutera des sujets suivants : le cartilage 
articulaire, le rôle du système immunitaire et de l’inflammation dans la régénération tissulaire et la 
progression de l’arthrose, le macrophage et son rôle dans la réparation des tissus, le chitosane et 
son implication dans la réparation ostéochondrale. Finalement, une brève revue des connaissances 
courantes caractérisant l’interaction entre les macrophages et le chitosane sera présentée. 
2.1 Structure générale de l’articulation du genou 
L’articulation du genou, entourée d’une capsule articulaire, est constituée de quatre composantes 
majeures qui sont l’os sous-chondrale, le cartilage articulaire, la membrane synoviale, et le liquide 
synovial (Figure 2.1) (Strand, Kimberly, & Isaacs, 2007).  Ces quatre types de tissus seront 
présentés brièvement dans les sections suivantes. 
 
Figure 2.1 : Structure générale de l’articulation du genou (image adaptée de Strand, Kimberly et 
al. 2007). 
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2.1.1 Le cartilage articulaire  
Le cartilage articulaire est le fin tissu conjonctif qui recouvre la surface des extrémités osseuses 
d’une articulation. Se retrouvant au-dessus de l’os sous-chondral, ce tissu assume deux fonctions : 
il permet un mouvement fluide et indolore de l’articulation; il facilite la transmission des charges 
mécaniques survenant lors du mouvement à l’os sous-chondral (Athanasiou, Shah, Hernandez, & 
LeBaron, 2001). Le cartilage est composé d’une dense matrice extracellulaire (MEC) constituée 
majoritairement d’eau (70%), de collagène de type II (20%), de protéoglycanes et 
glycoaminoglycanes (Athanasiou et al., 2001). La composition et l’intégrité du cartilage sont 
maintenues par des cellules spécialisées appelées chondrocytes. Ces cellules assurent 
l’homéostasie du cartilage et régulent de manière équilibrée la synthèse et la dégradation des 
constituants de la MEC (Athanasiou et al., 2001).   
2.1.2 La membrane synoviale et le liquide synovial 
La membrane synoviale est le tissu encapsulant l’intérieur de l’articulation et sépare ce dernier des 
tissus conjonctifs adjacents. Il est possible de distinguer deux couches tissulaires dans la membrane 
synoviale. La première couche, faisant face à la cavité synoviale, est la paroi synoviale et est 
composée majoritairement de cellules appelées synoviocytes (Smith, M. D., 2011). Cette paroi 
cellulaire est soutenue par un tissu conjonctif fibreux vascularisé qui est beaucoup moins riche en 
cellules que la paroi cellulaire (Smith, M. D., 2011). Le rôle principal de la membrane synoviale 
est de maintenir l’intégrité de l’articulation en produisant, par le biais des synoviocytes, les 
nutriments nécessaires pour le cartilage articulaire et les molécules lubrifiantes permettant de 
faciliter le mouvement de l’articulation (Bhattaram & Chandrasekharan, 2016; Smith, M. D., 
2011).  
Il existe deux types de synoviocytes ayant des fonctions différentes dans la membrane synoviale 
(Smith, M. D., 2011). Les synoviocytes de type A, appelés synoviocytes macrophagiques, sont 
importants pour la phagocytose des cellules apoptotiques et des débris générés dans le tissu (Smith, 
M. D., 2011). Ils maintiennent également l’équilibre entre les cytokines pro- et anti-inflammatoires 
dans le liquide synovial. Les synoviocytes de type B, appelées synoviocytes fibroblastiques, sont 
responsables de maintenir la composition de la MEC de la membrane synoviale et la composition 
du liquide synovial (Bhattaram & Chandrasekharan, 2016; Smith, M. D., 2011). En autre, elles 
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sécrètent la molécule lubrifiante Lubricine et l’acide hyaluronique dans le liquide synovial 
permettant ainsi le bon fonctionnement et le mouvement fluide de l’articulation (Bhattaram & 
Chandrasekharan, 2016).   
2.1.3 L’os sous-chondral 
Le tissu osseux est formé d’une phase inorganique et d’une phase organique. La phase inorganique 
est composée majoritairement d’ions calcium et phosphate sous forme de cristaux 
d’hydroxyapatite. La phase organique est composée de collagène de type I et d’autres protéines 
dont l’ostéopontine, l’ostéocalcine et l’ostéonectine. Au sein de l’os, on retrouve deux types de 
structure : l’os cortical et l’os trabéculaire. L’os cortical est dense et solide, conférant à l’os ses 
propriétés mécaniques. L’os trabéculaire est poreux et moins dense que l’os cortical et contient la 
moelle osseuse, l’organe contenant les cellules précurseures d’origine mésenchymateuses et 
hématopoïétiques (Clarke, 2008). L’os est formé de deux façons distinctes. L’os peut être formé 
par ossification endochondrale, ou bien ossification membranaire. L’ossification endochondrale 
commence par la formation d’un tissu cartilagineux qui par la suite est remplacé en tissu osseux 
suite à l’hypertrophie des chondrocytes et la minéralisation de la matrice. Lors de l’ossification 
membranaire, les cellules souches mésenchymateuses se différencient directement en ostéoblastes 
(cellules osseuses) qui vont produire la MEC osseuse et organiser le nouveau tissu osseux formé 
(Shapiro, Koide, & Glimcher, 1993).   
2.2   L’arthrose 
L’arthrose, aussi appelée ostéoarthrite (OA), est une condition pathologique correspondant à la 
dégénération du cartilage articulaire et de l’os sous-jacent (Iqbal & Fleischmann, 2007). 
L’initiation de l’OA peut être due soit à un traumatisme, ou bien à une inflammation chronique au 
niveau du genou. Le traumatisme, causé par une blessure ou bien un impact, va induire la mort des 
chondrocytes. Étant donné que le cartilage n’est pas vascularisé, celui-ci possède une capacité de 
régénération intrinsèque très faible, et ainsi, celui-ci se dégrade progressivement sans aucune 
réparation spontanée possible (Bedi et al., 2010). Une inflammation chronique va également mener 
à la progression de l’OA par le biais de molécules cataboliques qui vont induire la mort des 
chondrocytes et la libération d’enzymes capable de dégrader le cartilage (Scanzello & Goldring, 
2012).  
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2.3 Traitement des lésions cartilagineuses  
Pour réparer le cartilage endommagé, plusieurs traitements ont été développés et incluent 
l’autogreffe ou l’allogreffe ostéochondrale, l’implantation de chondrocytes autologues et la 
stimulation osseuse (ou microfracture) (Bedi et al., 2010).  
2.3.1 Les greffes ostéochondrales 
L’autogreffe ostéochondrale consiste à l’implanter des tissus ostéochondraux prélevés directement 
chez le patient à partir de régions de l’articulation moins sollicitées dans le mouvement de 
l’articulation et supportant en temps normal de faibles charges mécaniques. Dans le cadre de 
l’allogreffe, le tissu provient d’un cadavre dont le tissu est en bonne condition et adéquat pour 
remplacer le tissu endommagé du patient. Les avantages des greffes sont qu’elles se réalisent en 
une seule opération et permettent l’implantation immédiate d’un cartilage hyalin viable. Ainsi la 
période de convalescence est relativement brève. Toutefois, l’autogreffe mène à une morbidité au 
niveau du site du donneur et la taille de la greffe possible est limitée. Dans le cadre de l’allogreffe, 
cette procédure est couteuse, la greffe peut être immunologiquement rejetée et il existe toujours le 
risque de transmission de maladies (Bedi et al., 2010).   
2.3.2 L’implantation de cellules autologues 
L’implantation de chondrocytes autologues (ICA) consiste à récupérer des chondrocytes provenant 
du cartilage d’une région non chargée et de les mettre en culture afin de pouvoir obtenir un nombre 
suffisant de cellules pour traiter la lésion cartilagineuse (Brittberg et al., 1994). Une fois que le 
nombre de cellules requis est atteint, les cellules sont implantées sous ou sur une membrane 
attachée à la lésion cartilagineuse (Bedi et al., 2010). Une fois injectée, il est supposé que les 
cellules vont produire les cytokines et une nouvelle MEC cartilagineuse pouvant ainsi aider à 
remplacer le tissu endommagé. Cette technique nécessite un nombre élevé de cellules pour le 
traitement et ainsi le besoin d’une expertise technique importante pour l’expansion des cellules en 
culture. De plus, cette technique nécessite deux et parfois trois chirurgies : Une pour la collecte des 
cellules et une pour l’implantation des cellules suite à la culture cellulaire (Bedi et al., 2010), et 
une autre pour enlever le tissu hypertrophique. Ces facteurs font de l’ICA une technique 
relativement plus couteuse que les autres techniques de réparation du cartilage. L’ICA est 
recommandée pour le traitement de lésions ostéochondrales supérieures à 4 cm2 ou comme un 
8 
 
traitement de deuxième ligne pour les patients dont la stimulation osseuse a échoué pour le 
traitement de leurs lésions ostéochondrales (Knutsen et al., 2007). 
2.3.3 La stimulation osseuse 
La stimulation osseuse consiste au débridement du tissu endommagé et la perforation multiple de 
l’os sous-jacent afin de créer des canaux d’accès entre la moelle osseuse et la lésion ostéochondrale 
(Figure 2.2) (Mithoefer et al., 2005). Cette perforation va générer un caillot sanguin qui va servir 
d’échafaudage tissulaire pour amorcer le processus de réparation tissulaire (Hoemann, C. D. et al., 
2010; Mithoefer et al., 2005). Ce processus de réparation va induire une inflammation locale qui 
va permettre le recrutement des précurseurs stromaux et hématopoïétiques nécessaires à la 
formation d’un nouveau cartilage hyalin (Hoemann, C. D. et al., 2010). Les précurseurs stromaux 
(dont les MSC) vont, en fonction de leur localisation anatomique, se différencier en cellules 
osseuses (ostéoblastes et ostéocytes) ou bien en chondrocytes et contribuent ainsi à la 
reconstruction d’un nouveau tissu cartilagineux (Richter, 2009). Les évènements cellulaires et le 
processus de réparation seront discutés plus en détail dans la section 2.4. Cette technique a un 
avantage important face à l’ICA, car elle est beaucoup plus simple et requiert une seule intervention 
chirurgicale (Bedi et al., 2010). Au Canada, la stimulation osseuse est la procédure chirurgicale la 
plus adoptée pour le traitement des lésions articulaires, car elle est beaucoup moins couteuse et 
démontre la même efficacité que les thérapies à base cellulaire (Alford & Cole, 2005; Knutsen et 
al., 2007; Knutsen et al., 2004). Toutefois, la stimulation osseuse n’est pas recommandée pour le 
traitement de lésions ostéochondrales larges (Knutsen et al., 2007).   
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Figure 2.2 : Étapes de la réparation du cartilage par stimulation osseuse. A et B) Le cartilage 
endommagé et la couche de cartilage calcifiée sont d’abord enlevés. C) Un pic chirurgical va 
ensuite être utilisé pour créer des perforations dans l’os sous-chondral afin de générer un 
saignement et D) un caillot sanguin (image adaptée de Mithoefer et al. 2005). 
2.4 Étapes de réparation de cartilage par stimulation osseuse 
En général, les lésions restreintes aux régions du cartilage articulaire sont incapables de se réparer 
spontanément tandis que les lésions qui traversent le cartilage articulaire et atteignent également 
l’os sous-chondral démontrent une réponse de guérison provenant de la moelle osseuse (Shapiro et 
al., 1993). Les évènements cellulaires prenant place durant la stimulation osseuse ont été 
amplement décrits chez les rongeurs (Anraku et al., 2009), les lapins et les chevaux (Frisbie et al., 
2003; Shapiro et al., 1993). Au départ, le saignement induit dans l’os sous-chondral par la 
stimulation osseuse suite à la perforation du tissu permet la formation d’un caillot sanguin riche en 
fibrine qui progresse graduellement en tissu de granulation. (Frisbie et al., 2003). Lors de cette 
transition, une réponse inflammatoire locale et contenue commence où les leucocytes (cellules du 
système immunitaire) infiltrent la lésion et le caillot afin d’initier les premières étapes de la 
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réparation (Chevrier, A. et al., 2007). Pendant cette phase inflammatoire, plusieurs évènements 
débutent place dans l’os sous-chondral. Ces évènements sont la chondrogenèse, l’ostéogenèse, 
l’angiogenèse (formation de nouveaux vaisseaux sanguins) et le remodelage osseux (Chen, 2010; 
Chevrier, A. et al., 2007; Frisbie et al., 2003; Hoemann, C. D. et al., 2010; Shapiro et al., 1993). La 
réparation du cartilage articulaire par stimulation osseuse dépend particulièrement du recrutement 
des MSC dans la lésion ostéochondrale et leur différenciation appropriée une fois recruté dans le 
tissu de granulation. Les MSC sont recrutées à partir de niches couramment inconnues dans la 
moelle osseuse. Ces MSC vont se différencier soit en chondrocytes, ostéoblastes ou adipocytes afin 
de régénérer le cartilage articulaire et l’os sous-chondral (Shapiro et al., 1993).  
Lors de la réparation ostéochondrale, l’ossification membranaire prend lieu à la base des trous au 
niveau des tissus de réparation adjacents à l’os sous-chondral résiduel (Shapiro et al., 1993). Lors 
de ce processus, les MSC présentes dans les trabécules osseuses adjacentes au tissu de granulation 
se différencient en ostéoblastes et amorcent la formation de l’os couche par couche. Au-delà de 
cette région, les MSC se différencient en chondrocytes et produisent la MEC riche en GAGs et 
collagène de type II (Shapiro et al., 1993). Les MSC différenciées en chondrocytes produisent ainsi 
des foyers chondrogéniques où une couche de chondrocytes est formée. Cette couche va amorcer 
la synthèse de cartilage articulaire hyalin dans les régions superficielles du tissu de réparation 
(Figure 2.3, onglets A,B et C) (Chevrier, A., Hoemann, Sun, & Buschmann, 2011). Dans les 
régions plus profondes du tissu de réparation, les foyers chondrogéniques vont s’hypertrophier et 
les chondrocytes hypertrophiés (identifiable par leur forte expression en collagène de type X) vont 
ensuite mourir par apoptose (Figure 2.3, onglet G) (Chevrier, A. et al., 2011). Cette hypertrophie 
est suivie par le recrutement des cellules endothéliales et la formation de vaisseaux sanguins dans 
le tissu. Une fois que ces premiers processus ont eu lieu, une matrice cartilagineuse transitoire est 
ensuite mineralisée pour produire de l’ossification endochondrale et la formation de nouvel os en 
dessous du nouveau cartilage hyalin formé (Chevrier, A. et al., 2011).  
Il est bien connu que toutes ces étapes ayant lieu dans le tissu de granulation pendant le processus 
de réparation sont gouvernées par différentes populations cellulaires qui interagissent entre elles. 
Plus particulièrement, les leucocytes jouent des rôles indispensables à la bonne réparation du 
cartilage articulaire (Eming, Krieg, & Davidson, 2007). Différents types de leucocytes vont sécréter 
une multitude de molécules solubles sécrétées dans le tissu de granulation qui vont permettre 
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d’orchestrer la réponse régénératrice (Eming et al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 2010; Koh & 
DiPietro, 2011). 
 
Figure 2.3 : Étapes de la réparation du cartilage et de l’os sous-chondral dans un modèle de 
réparation du cartilage par stimulation osseuse chez le lapin à 14 (onglet A), 21 (onglet B) et 35 
(onglet C) jours après chirurgie. Dans les onglets A, B et C, les foyers chondrogéniques riches 
(notés CF) en GAGs sont retrouvés aux bases des perforations au-dessus de l’os sous-chondral. 
Après 35 jours, le tissu cartilagineux est minéralisé et remplacé par de l’os (notés EO pour 
« Endochondral Ossification »). Au jour 35 après l’opération, des foyers chondrogéniques riches 
en GAGs (onglet D) et collagène de type 2 (onglet E) sont observés. Des chondrocytes 
hypertrophiques exprimant le collagène de type X sont retrouvés à l’interface entre l’os sous-
chondral et le nouveau tissu cartilagineux (onglet G) (image adaptée de Chevrier et al. 2011).  
2.5 Rôle de l’inflammation lors de la régénération tissulaire 
Il est bien reconnu que le processus de régénération des tissus épithéliaux, musculaires et 
conjonctifs (dont l’os et le cartilage) débute par une phase inflammatoire locale (Andrew, Andrew, 
Freemont, & Marsh, 1994; Arnold et al., 2007; Koh & DiPietro, 2011; Lucas et al., 2010). Au site 
de lésion, les neutrophiles et macrophages et lymphocytes T envahissent le caillot sanguin (Eming 
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et al., 2007; Schmidt-Bleek et al., 2009). La phase inflammatoire permet d’agir comme une 
première ligne de défense contre les corps étrangers et stimule la réparation du tissu par le biais de 
molécules solubles (cytokines, chimiokines, facteurs de croissances et protéine de la MEC) (Eming 
et al., 2007). Dans les sections suivantes, les rôles connus des différentes populations leucocytaires 
dans la réparation des tissus seront présentés. Une emphase sur les macrophages, cellules 
principales étudiées dans cette thèse, sera effectuée. 
2.5.1 Les neutrophiles 
Les neutrophiles sont les leucocytes les plus abondants dans le sang. Les neutrophiles sont une 
source importante de cytokines et chimiokines après l’activation par les PAMP (Motifs 
moléculaires associés aux pathogènes) ou DAMP (motifs moléculaires associés aux dommages) 
(Scapini et al., 2000; Wilgus, Roy, & McDaniel, 2013). Les neutrophiles activés sécrètent une 
grande quantité de TNF-α (Tumor Necrosis Factor Alpha), IL-1β (Interleukine-1 Beta), IL-6 et 
CXCL8/IL-8 (Eming et al., 2007). Ces facteurs agissent de manière paracrine et autocrine afin de 
stimuler les cellules déjà présentes au site de lésion à sécréter leurs propres molécules effectrices 
nécessaires lors de la phase inflammatoire (Eming et al., 2007). Dès les premiers instants suivant 
une blessure, les neutrophiles sont rapidement recrutés au site de traumatisme (Eming et al., 2007).  
Le premier rôle du neutrophile est de trouver et phagocyter tout pathogènes présents dans la lésion.  
Toutefois, l’importance de ces cellules dans la réponse régénératrice continue de faire débat (Dovi, 
Szpaderska, & DiPietro, 2004). Premièrement, l’élimination spécifique des neutrophiles 
n’empêche pas le processus de guérison de la peau et même au contraire accélère la 
réépithélialisation (Dovi, He, & DiPietro, 2003; Dovi et al., 2004). De plus, les neutrophiles activés 
sécrètent plusieurs médiateurs cataboliques (métalloprotéinase matricielle, enzymes cataboliques, 
superoxydes, dérivés réactifs de l’oxygène) qui sont souvent responsables de la dégradation des 
tissus lors d’une inflammation chronique qui persiste au sein du tissu (Wilgus et al., 2013). D’un 
autre côté, les neutrophiles jouent un rôle régulateur lors de l’inflammation. Durant le processus de 
guérison, les neutrophiles amorcent leur programme de mort cellulaire programmée (l’apoptose) 
après avoir rempli leur mandat au site de traumatisme (Wilgus et al., 2013). Les neutrophiles 
apoptotiques sont rapidement phagocytés par les macrophages via un processus physiologique 
appelé l’efférocytose. L’efférocytose des neutrophiles active chez les macrophages des voies de 
signalisation contribuant à la résolution de l’inflammation (Koh & DiPietro, 2011; Lafantaisie-
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Favreau et al., 2013). De plus, il a été montré que les neutrophiles sécrètent également des facteurs 
capables de moduler le comportement et phénotype des macrophages afin qu’ils sécrètent des 
facteurs anaboliques contribuant à la résolution de l’inflammation (Daley et al., 2005). 
2.5.2 Les lymphocytes 
Il a été identifié que les lymphocytes sont impliqués dans la réparation des fractures osseuses mais 
leur rôle demeure inconnu. Des analyses histologiques de fractures osseuses ont démontré que les 
lymphocytes T et B (identifiés respectivement par l’expression exclusive des protéines CD3 
(Cluster of differentiation 3) et CD220) sont présents au départ de la phase inflammatoire dans le 
caillot sanguin (Toben et al., 2011). Les lymphocytes T et B sont également présents durant la 
minéralisation de l’os et sont plus souvent abondants proche des régions où l’os est nouvellement 
reformé (Colburn, Zaal, Wang, & Tuan, 2009; Toben et al., 2011).  
Les souris RAG-/- (souris dépourvues de lymphocytes) possèdent des fractures osseuses qui 
guérissent plus vite dont le nouvel os obtenu a des propriétés mécaniques supérieures aux souris 
de type sauvage (Toben et al., 2011). Il s’avère que les lymphocytes influencent de manière positive 
et négative la réparation des fractures osseuses (Colburn et al., 2009; Schlundt et al., 2015; Toben 
et al., 2011). Cette influence, qu’elle soit positive ou négative, dépend du type de lymphocyte T. Il 
a été suggéré que les lymphocytes T cytotoxiques (exprimant la protéine CD8, aussi appelé 
lymphocytes T CD8+) jouent un rôle régulateur sur la réparation osseuse. En effet, une meilleure 
réparation de l’os est obtenue lorsque les lymphocytes T CD8+ sont spécifiquement inhibés (Park, 
J. E. & Barbul, 2004; Schaffer & Barbul, 1998; Schlundt et al., 2015). D’autre part, les lymphocytes 
T auxiliaires (exprimant la protéine CD4, aussi appelé lymphocytes T CD4+) ont un effet 
agonistique sur l’ostéogenèse (Grassi et al., 2016). Cela a été suggéré par des études in vitro 
démontrant que les milieux conditionnés provenant de lymphocytes T CD4+ promeuvent la 
différenciation ostéogénique des MSC (Grassi et al., 2016). Toutefois, ces études ne permettent pas 
exactement de conclure sur le rôle des lymphocytes en général sur la réparation tissulaire, car il 
semble que leurs effets bénéfiques ou néfaste sur la régénération des tissus dépendent du contexte 
cellulaire (le type de lymphocyte) et le type de tissu étudié (Schlundt et al., 2015).  
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2.5.3 Les macrophages 
Les macrophages sont des cellules effectrices indispensables dans l’immunité innée. Ils sont 
impliqués dans la surveillance immunitaire, la phagocytose, l’élimination des corps étrangers et 
l’amorcement de l’immunité adaptative (Mosser & Edwards, 2008). L’importance des 
macrophages dans la régénération des tissus a premièrement été démontrée par Leibovitch et Ross 
qui ont rapporté que l’élimination sélective des macrophages inhibe et retarde la réparation des 
tissus dermiques (Leibovich & Ross, 1975). Depuis, le rôle des macrophages dans la réparation de 
plusieurs types de tissus a été étudié considérablement (Alexander et al., 2011; Arnold et al., 2007; 
Chang et al., 2008; Fahy et al., 2014; Lucas et al., 2010; Nahrendorf et al., 2007).  
Les macrophages sont obtenus à la suite de plusieurs étapes de différenciations successives. La 
différenciation débute dans la moelle osseuse où une cellule souche hématopoïétique se différencie 
en précurseur CFU-GM (Progéniteur commun granulocytaire/monocytaire) (Mosser & Edwards, 
2008). Ce précurseur GM-CFU s’engage ensuite dans la différenciation monocytaire en devenant 
un précurseur CFU-M (Progéniteur commun monocytaire) (Mosser & Edwards, 2008). Ce CFU-
M mature dans la moelle osseuse pour devenir un monocyte (Mosser & Edwards, 2008). Une fois 
différenciée en monocyte, la cellule quitte la moelle osseuse pour circuler dans le sang. À ce stade, 
le monocyte est également appelé cellule mononucléaire du sang périphérique. La différenciation 
terminale du monocyte en macrophage se réalise après que le monocyte a quitté la circulation 
sanguine et a migré dans le tissu (Mosser & Edwards, 2008).  
Les macrophages représentent des populations cellulaires hétérogènes (Geissmann, Jung, & 
Littman, 2003; Mantovani et al., 2004; Mosser & Edwards, 2008; Pettit, Chang, Hume, & Raggatt, 
2008). Pour cette raison, plusieurs systèmes de classification des macrophages ont été suggérés 
dans la littérature afin de décrire les différents phénotypes adoptés par ces cellules in vivo. Dans 
les sections suivantes, le concept de polarisation des macrophages (Mantovani et al., 2004; Mosser 
& Edwards, 2008), le concept de monocyte inflammatoire et résident (Geissmann et al., 2003), et 
le macrophage spécialisé de l’os appelé ostéomac (Pettit et al., 2008), représentent trois modèles 
permettant de décrire de manière pertinente les différents phénotypes macrophagiques typiquement 
détectés durant la réparation des tissus.   
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2.5.3.1 La polarisation des macrophages 
Afin d’assumer leurs diverses fonctions dans les tissus, les macrophages peuvent adopter différents 
états d’activation, aussi appelés phénotype de polarisation, qui sont induits par un éventail de 
facteurs (Mosser & Edwards, 2008). Présentement, deux phénotypes de polarisation majeurs ont 
été identifiés dans la littérature. Il s’agit de l’activation classique ou l’activation alternative des 
macrophages (Mantovani et al., 2004; Mosser & Edwards, 2008). 
Le phénotype d’activation classique, aussi appelé polarisation M1, est obtenu lorsque les 
macrophages sont exposés à des cytokines pro-inflammatoires et à des pathogènes et doivent 
stimuler une réponse inflammatoire de type Th1 (Brown, Ratner, Goodman, Amar, & Badylak, 
2012; Mantovani et al., 2004). La polarisation M1 est induite par l’IFN-γ (Intérferon-Gamma), le 
LPS (lipopolysaccharide) ou le TNF-α (Brown, Ratner, et al., 2012; Mantovani et al., 2004). Les 
macrophages M1 peuvent être identifiés par l’expression des molécules de surface CD80 et CCR7 
(récepteur de chimiokine 7) (Ambarus et al., 2012; Martinez, Gordon, Locati, & Mantovani, 2006). 
Également, ils sécrètent plusieurs cytokines pro-inflammatoires comme le TNF-α, l’IL-1β, l’IL-6 
et l’IL-12/p70 (Interleukine-12, hétérodimère p70) et des effecteurs bactéricidaux comme des DRO 
(dérivés réactifs de l’oxygène) et radicaux libres (monoxyde d’azote) (Figure 2.4) (Brown, Ratner, 
et al., 2012). Ils stimulent également le recrutement in situ des autres types de leucocytes 
(monocytes, neutrophiles et lymphocytes) en sécrétant des chimiokines inflammatoires comme 
CXCL8/IL-8, CCL2/MCP-1 (protéine chimioattractante des monocytes-1) CCL3/MIP-1α 
(protéine inflammatoire macrophagique-1 Alpha), CCL4/MIP-1β, CCL5/RANTES (<<regulated 
on activation, normal T cell expressed and secreted>>) et CXCL10/IP-10 (protéine induite par 
l’IFN-γ) pour orchestrer la réponse Th1 (Figure 2.4) (Mantovani et al., 2004).  
L’activation alternative des macrophages, aussi appelée polarisation M2, est obtenue lorsque les 
macrophages sont exposés à un stimulus de type Th2 provenant des lymphocytes T auxiliaires 
comme l’IL-4, l’IL-10 ou l’IL-13 (Brown, Ratner, et al., 2012; Mantovani et al., 2004). Parmi le 
phénotype M2, il est possible de davantage distinguer des phénotypes M2a, M2b ou M2c en 
fonction du stimulus responsable de l’activation alternative (Mantovani et al., 2004). Le phénotype 
M2a est obtenu par une stimulation à l’IL-4 ou l’IL-13 (Mantovani et al., 2004). Le phénotype M2b 
est obtenu par une costimulation avec des complexes immuns et des ligands du TLR (récepteur de 
type Toll) (Mantovani et al., 2004). Le phénotype M2c est obtenu par stimulation avec l’IL-10 
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(Mantovani et al., 2004). En général, les macrophages M2 expriment les molécules de surface 
CD163, CD200-R et CD206 et chez la souris, expriment fortement l’enzyme intracellulaire 
arginase-1 (Ambarus et al., 2012; Mantovani et al., 2004). Contrairement aux macrophages M1, 
les macrophages M2 produisent de faibles niveaux de facteurs pro-inflammatoires et sécrètent plus 
fortement des cytokines anti-inflammatoires comme l’IL-1ra et l’IL-10 (Lolmede et al., 2009; 
Mantovani et al., 2004). De plus, les macrophages M2 sécrètent plusieurs facteurs mitogéniques 
dont le PDGF, VEGF (facteur de croissance de l’endothélium vasculaire), bFGF (facteur de 
croissance de base des fibroblastes et TGF-β (facteur de croissance transformant-Beta) (Figure 2.4) 
(Fichtner-Feigl, Strober, Kawakami, Puri, & Kitani, 2006; Kodelja et al., 1997; Mantovani et al., 
2004). 
 
Figure 2.4 : Polarisation des macrophages vers les phénotypes M1, M2a et M2c (image adaptée de 
Mantovani et al. 2004)   
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2.5.3.1.1 La voie de signalisation STAT dans la polarisation des macrophages 
Le phénotype de polarisation et l’activation des macrophages induite par les cytokines IFN-γ, IL-, 
IL-10 et IL-13 sont régulés par la voie de signalisation JAK-STAT (Gordon, 2003; Lawrence & 
Natoli, 2011). Dans cette voie de signalisation, la liaison de ces cytokines sur leurs récepteurs 
respectifs induit une oligomérisation de ces derniers qui permet l’activation des kinases 
cytosoliques JAK (<<Janus kinase>>, JAK1, JAK2, JAK3 et Tyk2 (<<non-receptor tyrosine-
protein kinase 2>>). Cette activation permet le recrutement des protéines STAT (<<Signal 
transducers and activators of transcription>>, STAT-1 à STAT-6) au domaine cytosolique du 
récepteur, ce qui mène à la phosphorylation et l’activation de protéines STAT spécifique à chaque 
cytokine (Tamiya, Kashiwagi, Takahashi, Yasukawa, & Yoshimura, 2011). Les protéines STAT 
phosphorylées se dimérisent et se déplacent du cytoplasme vers le noyau pour initier l’expression 
de gènes spécifiques (Tamiya et al., 2011).  
L’IFN de type 2, aussi connu sous le nom d’IFN-γ, est un facteur prédominant dans l’activation 
classique des macrophages et active la voie de signalisation STAT-1 pour amorcer la transcription 
de gènes associés à la polarisation M1 des macrophages (Lawrence & Natoli, 2011; Platanias, 
2005). La stimulation de IFNGR (récepteur IFN-γ) par IFN-γ induit la phosphorylation et 
dimérisation de STAT-1. Les dimères de STAT-1 se lient aux promoteurs des gènes codant pour 
les molécules pro-inflammatoires NOS2 (gène codant pour iNOS), l’IL-6, l’IL-12, CXCL10/IP-
10, CCL2/MCP-1 et CCL4/MIP-1β et les récepteurs CD64, CD80 (Figure 2.5) (Lawrence & 
Natoli, 2011; Mosser & Edwards, 2008; Ramana, Gil, Schreiber, & Stark, 2002). 
Les IFN de type 1, qui incluent l’IFN-α et l’IFN-β, sont rapidement produits par une variété de 
cellules à la suite d’une infection de bactérie intracellulaire, parasite intracellulaire ou infection 
virale. Pour la transduction du signal, l’IFN-α et l’IFN-β se lient à des complexes hétérodimériques 
de récepteurs IFNAR1 et IFNAR2 (récepteur IFN-alpha 1 et 2) (Platanias, 2005). Cette liaison 
mène à la phosphorylation des protéines STAT-1 et STAT-2. Ces phosphorylations permettent la 
formation d’homodimères STAT-1/STAT-1 ou d’hétérodimères STAT-1/STAT-2 qui seront 
mobilisés au noyau pour induire la transcription de gènes. Les IFN de type 1 ont été rapporté 
d’activer plusieurs autres STAT comme STAT-3, STAT-4 et STAT-5 (Platanias, 2005). Le rôle 
des IFN de type 1 dans l’inflammation demeure obscur et controversé, car il a été démontré que 
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ces molécules induisent la transcription et la libération d’une variété de cytokines et chimiokines 
comme IL-1ra, IL-10 et IP-10 (Figure 2.5) (McNab, Mayer-Barber, Sher, Wack, & O'Garra, 2015). 
 
Figure 2.5 : Activation des voies STAT-1 et STAT-2 par les IFN de type 1 et de type 2 (image 
adaptée de Platanias et al. 2005). 
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Les protéines STAT-3 et STAT-6 régulent les effets induits par IL-4, IL-10 et IL-13 (Gordon, 
2003; Gordon & Martinez, 2010; Tamiya et al., 2011). Les cytokines IL-4 et IL-13 se lient à leurs 
récepteurs respectifs pour induire la phosphorylation de la protéine STAT-6, tandis qu’IL-10 induit 
la phosphorylation de STAT-3 (Figure 2.6).  Une fois phosphorylés, des homodimères de STAT-3 
et STAT-6 sont formés et activent la transcription des gènes codant pour arginase-1, IL-1ra, IL-10, 
le récepteur CD206 (Figure 2.6) (Gordon, 2003).  
 
Figure 2.6 : Activation des voies STAT-3 et STAT-6 par IL-4, IL-13 et IL-10 (image adaptée de 
Gordon et al. 2007 et Tamiya et al. 2011). 
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2.5.3.1.2 L’inflammasome et la régulation d’IL-1β 
L’inflammasome représente une famille de complexes protéiques multimériques de l’immunité 
innée responsables de la production des formes actives d’IL-1β et IL-18 (Guo, Callaway, & Ting, 
2015). Ces complexes sont activés suite à la détection de PAMP lors d’une infection microbienne 
ou suite à la détection de DAMP libérés par un traumatisme tissulaire (Guo et al., 2015). Ces PAMP 
et DAMP sont reconnus par des récepteurs spécifiques de l’inflammasome appelés PRR (Récepteur 
de reconnaissance de motifs moléculaires). Parmi ces PRR, les protéines NLR (<<NOD-like 
receptors>>) sont présentes dans la majorité des inflammasomes décrits dans la littérature. Parmi 
ces différentes inflammasomes, l’inflammasome NLRP3 (<<NLR family, pyrin domain-
containing 3>>) sera uniquement discuté, car c’est le complexe le mieux caractérisé et le plus 
pertinent aux travaux présentés dans cette thèse (Guo et al., 2015). 
L’activation de l’inflammasome NLRP3 est réalisée en deux étapes (Bueter et al., 2011; Guo et al., 
2015). Dans la première étape, un premier signal de préactivation doit d’abord être donné à la 
cellule. Ce signal est souvent un agoniste des TLR comme le LPS et celui-ci augmente la 
production de pro-IL-1β ou pro-IL-18, la forme inactive de la protéine. Le deuxième signal induit 
le clivage de l’enzyme pro-caspase-1 (forme inactive) en caspase-1 (forme active) (Guo et al., 
2015). Le complexe est alors activé et induit la libération de protéine IL-1β ou IL-18 mature et 
active. Une vaste gamme de molécules peut stimuler l’inflammasome. Celles-ci incluent des 
molécules endogènes comme des ROS et de l’ADN provenant des mitochondries, les cristaux, des 
ions de potassium provenant de canaux à ions et des cathepsines libérées suite à la rupture des 
membranes lysosomales (Guo et al., 2015). L’activation de l’inflammasome est étroitement 
contrôlée afin d’induire une réponse inflammatoire suffisante afin de contrer l’infection sans 
induire d’inflammation excessive au détriment de l’organisme (Guo et al., 2015).  
2.5.3.1.3 L’autophagie 
L’autophagie est un processus d’homéostasie intracellulaire où des constituantes cytosoliques et 
des organelles sont dégradées par les lysosomes (Harris et al., 2011). Ce processus joue un rôle 
important dans la survie cellulaire, car elle permet la dégradation des organelles endommagées et 
des constituantes du cytosol dont l’intégrité est compromise. Celle-ci est orchestrée par la famille 
de protéines Atg (protéine associée à l’autophagie) et contribue à la formation des vésicules 
autophagiques, appelées autophagosomes. Au début de l’autophagie, la composante cellulaire à 
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dégrader est isolée dans une membrane spécifique appelée phagophore. Le phagophore recrute les 
protéines Atg5, Atg7, Atg10 et Atg12 pour former un complexe qui va recruter la protéine Atg8, 
aussi connue sous le nom de LC3 (<<Microtubule-associated protéines 1A/1B light chain>>) 
(Klionsky et al., 2008). LC3 va être clivée pour donner la formation de LC3-I, la forme cytosolique 
de LC3 qui n’est pas spécifique à l’autophagosome. C’est uniquement après le greffage de la 
phosphatidyléthanolamine à LC3-I que l’on obtient la protéine LC3-II, la forme de LC3 associé 
aux membranes lipidiques (Klionsky et al., 2008). Une fois sous cette forme, LC3-II est ciblé aux 
autophagosomes précoces et permet ainsi l’identification de vésicules autophagiques (Figure 2.7). 
L’autophagosome mature va ensuite fusionner avec les lysosomes pour former une 
autophagolysosome qui va dégrader son contenu y compris LC3-II (Klionsky et al., 2008).  
L’autophagie est un processus dynamique où en même temps que plusieurs autophagosomes se 
forment, plusieurs se dégradent (Klionsky et al., 2008). Pour cette raison, plusieurs contrôles 
pharmacologiques doivent être utilisés afin de distinguer une augmentation de la formation de 
nouveau autophagosome d’une diminution du taux de dégradation des autophagosomes (Klionsky 
et al., 2008; Mizushima & Yoshimori, 2007). La bafilomycine et la chloroquine sont souvent 
utilisées à ces fins, car ces agents interfèrent avec l’acidification des lysosomes et empêchent ainsi 
la dégradation du contenu lysosomale. La chloroquine est un agent qui s’accumule dans les 
lysosomes et agit en tant que tampon pour augmenter le pH des lysosomes. La bafilomycine est un 
inhibiteur des pompes à protons V-ATPase et ainsi empêche l’acidification des lysosomes (Figure 
2.7) (Cheong, Lu, Lindsten, & Thompson, 2012; Klionsky et al., 2008).  
 
Figure 2.7 : Formation des autophagosomes durant l’autophagie (image adaptée de Cheong et al. 
2011). 
22 
 
L’autophagie est impliquée dans un grand nombre de réponses immunitaires qui comprennent 
l’élimination de pathogènes intracellulaires et le contrôle de la production et la sécrétion de 
cytokines (Harris et al., 2007; Harris et al., 2011). Un grand nombre de cytokines et autres 
molécules peuvent moduler l’autophagie. Le LPS, l’IFN-γ, l’IL-1β stimulent l’autophagie chez les 
macrophages tandis que l’IL-4, l’IL-10 et l’IL-13 inhibent ce processus (Harris, 2013; Harris et al., 
2007; Harris et al., 2011). L’autophagie est un important régulateur de l’inflammasome en 
effectuant la dégradation de ces complexes afin de contrôler le processus d’inflammation (Harris 
et al., 2011). Ainsi, l’inhibition de l’autophagie mène à une augmentation d’IL-1β et IL-18 tandis 
qu’au contraire, une augmentation de l’autophagie permet une dégradation de la pro-IL-1β et des 
composantes de l’inflammasome comme NLRP3 (Harris et al., 2011; Peral de Castro et al., 2012). 
2.5.3.1.4 Les galéctines  
Les protéines galéctines représentent une famille de lectines possédant des domaines CRD 
(domaine de reconnaissance des carbohydrates) permettant à celle-ci de se lier à des glucides (Liu 
& Rabinovich, 2005). Les galéctines agissent au niveau extracellulaire en se liant aux 
glycoprotéines et glycolipides de la MEC et en surfaces des cellules et au niveau intracellulaire en 
interagissant avec les protéines cytoplasmiques et nucléaires (Liu & Rabinovich, 2005).  
Galéctine-3 est la protéine de la famille des galéctines la plus étudiée et est suggérée de jouer un 
rôle important dans la polarisation et l’activation des macrophages (Jeon et al., 2010; MacKinnon 
et al., 2008). Plus spécifiquement, galectine-3 est nécessaire pour la polarisation des macrophages 
M2a induite par IL-4 ou IL-13 en s’associant avec la protéine CD98 pour activer la voie de 
signalisation PI3K (phosphoinositide 3-kinase) qui régule en partie l’expression de gènes associés 
au phénotype M2 (arginase-1, CD206) (MacKinnon et al., 2008). Galéctine-3 joue également un 
rôle dans l’activation de STAT-1, STAT-3 et STAT-5 chez les macrophages présents dans les tissus 
nerveux (cellules gliales) (Jeon et al., 2010). La stimulation des macrophages par l’addition 
exogène de galéctine-3 induit une phosphorylation de ces trois STAT, et une augmentation de 
l’expression de TNF-α, IL-1β, IL-6, CXCL8/IL-8, TNF-α, IFN-γ et CXCL10/IP-10 (Jeon et al., 
2010).  
Galéctine-3 et galéctine-8 jouent également des rôles importants dans l’autophagie et la détection 
de lysosomes endommagés (Paz et al., 2010; Thurston, Wandel, von Muhlinen, Foeglein, & 
Randow, 2012). Paz, Thurston et collègues respectifs ont montré que les protéines galéctine-3 et 
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galéctine-8 reconnaissent et ciblent les vésicules intracellulaires déchirées (Paz et al., 2010; 
Thurston et al., 2012). Dans le cas d’infection par une bactérie intracellulaire, les vésicules 
déchirées lors l’infection accumulent des protéines galéctine-3 et galéctine-8 (Paz et al., 2010; 
Thurston et al., 2012). Une fois reconnues, les vésicules revêtues de galectines sont ciblées pour 
l’autophagie et la dégradation (Thurston et al., 2012).  
2.5.3.2 Les monocytes inflammatoires et résidents 
Au départ, il était suggéré que la contribution du macrophage dans la réparation des tissus (qu’elle 
soit positive ou négative) dépendait strictement de son stade de polarisation vers le phénotype M1 
ou M2 (Brancato & Albina, 2011; Mosser & Edwards, 2008). Il est reconnu que cette façon de 
décrire le comportement physiologique des macrophages est simpliste et qu’au contraire, les 
macrophages adoptent in vivo des phénotypes qui combinent simultanément des aspects 
caractéristiques des polarisations M1 et M2 (Figure 2.8) (Brancato & Albina, 2011; Mosser & 
Edwards, 2008).  
 
Figure 2.8 : Molécules déterminantes exprimées par les macrophages M1, M2, et ceux retrouvés 
lors de la réparation tissulaire. Les macrophages impliqués dans la réparation tissulaire expriment 
des molécules caractéristiques des phénotypes M1 et M2. (Image adaptée de Brancato et Albina 
2011)  
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Récemment, il a été proposé que des populations monocytaires et macrophagiques hétérogènes, 
adoptant des comportements pro- et anti-inflammatoires, contribuent à rétablir l’intégrité des tissus 
endommagés (Brancato & Albina, 2011). Chez la souris, deux sous-populations de monocytes ont 
été décrites suite au trauma. Les monocytes inflammatoires (Gr-1élevéCCR2+CX3CR1faible) sont 
abondamment présents dans le sang périphérique et la rate (Geissmann et al., 2003). Ces cellules 
sont recrutées aux sites de trauma au début de la réponse régénératrice à travers un mécanisme qui 
dépend sur la signalisation MCP-1/CCR2 (Brancato & Albina, 2011). Ces monocytes 
inflammatoires sécrètent une forte quantité de facteurs pro-inflammatoires (IL-1β et TNF-α) et en 
général sécrètent de faibles niveaux de facteurs anaboliques (TGF-β, IL-10 et VEGF) (Arnold et 
al., 2007; Nahrendorf et al., 2007). L’autre sous-population, les monocytes résidents (Gr-
1faibleCCR2-CX3CR1élevé) sont retrouvés plus tard dans la réponse régénératrice (Brancato & 
Albina, 2011). Comparés aux monocytes inflammatoires, les monocytes résidents sécrètent de 
faibles niveaux de facteurs pro-inflammatoires et en revanche sécrètent beaucoup plus de TGF-β, 
IL-10 et VEGF (Arnold et al., 2007; Nahrendorf et al., 2007). Ces deux sous-populations jouent 
des rôles indispensables aux processus de réparation, car l’inhibition du recrutement de ces cellules 
au site de blessure (par le biais de souris transgéniques CCR2-/- ou CX3CR1-/-) ou bien l’élimination 
spécifique de ces sous-populations (en utilisant des liposomes d’acide clodronique) durant les 
différentes étapes de la réparation des tissus interfère avec le processus de régénération (Arnold et 
al., 2007; Nahrendorf et al., 2007).   
2.5.3.3 Les macrophages de l’os: les ostéomacs 
Lors de la formation de nouvel os, des macrophages sont identifiés parmi les cellules bordantes de 
l’os (Chang et al., 2008). Ces macrophages, aussi appelés ostéomac, sont identifiés dans les tissus 
murins via l’expression de F4/80+, l’absence de l’expression de Mac-2- et TRAP- (contrairement 
aux macrophages inflammatoires qui sont F4/80+Mac-2+TRAP- ou les ostéoclastes qui sont 
F4/80+TRAP+) (Chang et al., 2008). Les ostéomacs sont présents aux sites de remodelage osseux 
et interagissent directement avec les ostéoblastes. Le rôle des ostéomacs est de promouvoir 
l’ostéogenèse membranaire en sécrétant des facteurs qui stimulent la différenciation et l’activité 
anabolique des ostéoblastes (Alexander et al., 2011; Chang et al., 2008). Dans des systèmes in vivo 
et in vitro, il a été démontré que l’élimination spécifique des ostéomacs inhibe la formation de 
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nouvelle matrice osseuse et la minéralisation du tissu, suggérant ainsi que ces cellules jouent un 
rôle vital dans l’ostéogenèse (Alexander et al., 2011; Chang et al., 2008). 
2.5.3.4 Influence des macrophages la réparation des tissus ostéochondraux 
Quoique la ségrégation des macrophages en phénotype M1 et M2 ne décrit pas de manière exacte 
le phénotype des macrophages obtenus in vivo (Brown, Ratner, et al., 2012; Mosser & Edwards, 
2008), cette description M1/M2 fournit un cadre simplifié permettant de déchiffrer les rôles 
complexes des macrophages dans différents contextes.  
Le profil de polarisation des macrophages influence directement le recrutement des MSC et leur 
différenciation ostéogénique ou chondrogénique (Fahy et al., 2014; Guihard et al., 2012; Lolmede 
et al., 2009; Nicolaidou et al., 2012). Dans un premier temps, les macrophages sécrètent plusieurs 
facteurs stimulant l’attraction des MSC aux sites de lésions (Hoemann, C. D. et al., 2010; Lolmede 
et al., 2009). Plus particulièrement, les macrophages sécrètent spontanément plusieurs molécules, 
dont le TGF-β, PDGF (Facteur de croissance dérivé des plaquettes), CCL2/MCP-1 et CXCL8/IL-
8 qui sont des facteurs chimiotactiques chez les MSC (Anton, Banerjee, & Glod, 2012; Richter, 
2009; Ringe et al., 2007; Thibault, M. M., Hoemann, & Buschmann, 2007). De plus, plusieurs 
autres facteurs, comme CXCL10/IP-10, CCL5/RANTES, peuvent être induits durant la 
polarisation M1 des macrophages (Mantovani et al., 2004), et sont rapportés également comme des 
facteurs chimiotactiques chez les MSC (Anton et al., 2012; Endres et al., 2010; Kalwitz et al., 
2010). Toutefois, la contribution positive ou négative des macrophages sur le recrutement des 
cellules souches demeure sous débat et dépend du contexte cellulaire. Par exemple, les 
macrophages M1 sécrètent les molécules TNF-α et HMGB-1 (<<High Mobility Group Box-1>>) 
pour stimuler le recrutement des mésoanglioblastes (cellules souches dérivées des vaisseaux 
sanguins) (Lolmede et al., 2009), tandis que ces mêmes cellules ont un effet négatif sur le 
recrutement des myofibroblastes (progéniteurs musculaires) (Brown, Londono, et al., 2012).   
Lors de la réparation des lésions ostéochondrales, les macrophages sont présents dans le tissu de 
granulation lors de la phase inflammatoire (Hoemann, C. D. et al., 2010). Au niveau de 
l’ostéogenèse sous-chondrale, les macrophages M1, mais pas M2, sécrètent plusieurs facteurs 
ostéogéniques, dont l’IL-6 et l’Oncostatine M qui permettent de stimuler la différenciation 
ostéogénique des MSC et la minéralisation de l’os (Guihard et al., 2012; Nicolaidou et al., 2012). 
Par contre, une activation M1 chronique, comme retrouvée dans le cas de l’ostéolyse 
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périprosthétique, peut inhiber le processus de réparation de l’os et même au contraire induire sa 
destruction (Schlundt et al., 2015). Plutôt, il est suggéré que pour une réparation complète de la 
fracture osseuse, l’état d’activation des macrophages M1 retrouvés au début de l’inflammation doit 
progresser en bonne et due forme vers un état d’activation M2 (Schlundt et al., 2015). 
Dans le contexte de la réparation du cartilage, il a été identifié que les macrophages sont impliqués 
le processus de réparation. Les molécules IL-1β et TNF-α, qui sont sécrétées par les macrophages 
M1, peuvent inhiber le recrutement des progéniteurs chondrogéniques vers les lésions 
cartilagineuses .  Toutefois, leur contribution exacte dans le processus de chondrogenèse est encore 
très vague. Néanmoins, les études qui ont porté sur les effets de l’inflammation de la membrane 
synoviale dans la progression de l’OA permettent de mieux comprendre comment les macrophages 
contribuent au catabolisme des tissus, et ainsi comment les macrophages (dans le tissu de 
granulation et dans la membrane synoviale) pourraient ultimement influencer le processus de 
réparation du cartilage par stimulation osseuse (Fahy et al., 2014; Simeone et al., 2015). 
2.5.4 Influence des cytokines et chimiokines dans l’attraction des MSC 
Les macrophages peuvent sécréter une pléthore de cytokines et chimiokines en fonction de leur 
état de polarisation (Mantovani et al., 2004). Plusieurs de ces facteurs ont été identifiés comme 
chimiotactiques chez les MSC et peuvent stimuler la migration de ces cellules dans des essais in 
vitro. En autre, PDGF, VEGF et TGF-β sont de puissants facteurs chimiotactiques pour les MSC 
sécrétés par les macrophages M2 (Mantovani et al., 2004; Ozaki et al., 2007; Thibault, M. M. et 
al., 2007). Plusieurs autres chimiokines, comme CCL2/MCP-1, CCL5/RANTES, CXCL8/IL-8, 
CXCL10/IP-10, CXCL12/SDF-1α (Facteur dérivé du stroma Alpha), fortement sécrétées par les 
macrophages M1 (Mantovani et al., 2004), sont également capables de promouvoir la migration 
des MSC dans des essais in vitro (Anton et al., 2012; Endres et al., 2010; Kalwitz et al., 2010; 
Ponte et al., 2007; Ringe et al., 2007; Stich et al., 2008).  
Ces différentes études suggèrent ainsi que les macrophages peuvent sécréter une multitude de 
facteurs susceptibles de mobiliser les MSC aux sites de lésions. Ainsi, la polarisation des 
macrophages peut fortement influencer l’attraction des MSC dans les lésions ostéochondrales en 
modulant principalement la sécrétion de différents facteurs chimiotactiques. 
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2.6 L’inflammation de l’articulation dans la progression de 
l’ostéoarthrite 
L’OA est caractérisée par la dégradation du cartilage. L’inflammation ayant lieu dans la membrane 
synoviale, qu’elle soit aigüe (suite à un traumatisme) ou chronique, contribue de manière 
significative au processus de dégradation du cartilage (Bhattaram & Chandrasekharan, 2016; Fahy, 
Farrell, Ritter, Ryan, & Murphy, 2015; Lieberthal, Sambamurthy, & Scanzello, 2015; Scanzello & 
Goldring, 2012). Dans des modèles de co-cultures tissulaires, il a été démontré que la membrane 
synoviale, lorsqu’elle est enflammée, sécrète des facteurs cataboliques qui mènent à la dégradation 
du cartilage articulaire (Fahy et al., 2015; Scanzello & Goldring, 2012).  
2.6.1 Les macrophages synoviaux 
Les macrophages synoviaux sont relativement quiescents dans les articulations saines. Cependant, 
une fois polarisés vers un phénotype M1, ils sécrètent l’IL-1β et le TNF-α. Ces deux molécules 
diminuent chez les chondrocytes la synthèse de collagène de type II et de protéoglycanes, 
augmentent la sécrétion des protéases de la MEC MMP-2, MMP-9 et MMP-13 (Métalloprotéinase 
matricielle-2, –9 et -13) (Fahy et al., 2015; Lieberthal et al., 2015; Scanzello & Goldring, 2012). 
IL-1β et TNF-α stimulent également l’expression de COX-2, une enzyme clée dans la production 
des prostaglandines et associée à la calcification du tissu cartilagineux (Fahy et al., 2015). De plus, 
il a été montré que les macrophages M1 sécrètent des facteurs qui répriment la différenciation 
chondrogénique des MSC (Fahy et al., 2014). Les macrophages M2 n’exercent pas cet effet et au 
contraire, il a été suggéré que ces cellules ont un impact positif sur la chondrogenèse (Sesia et al., 
2015). 
2.6.2 Les fibroblastes synoviaux 
Les molécules pro-inflammatoires sécrétées par les macrophages synoviaux peuvent activer les 
fibroblastes synoviaux et induire ces cellules à produire également leurs propres cytokines pro-
inflammatoires. Par exemple, L’IL-1β stimule chez les fibroblastes la production d’IL-6, de 
CXCL8/IL-8, de M-CSF (Lieberthal et al., 2015; Scanzello & Goldring, 2012). De plus, les 
fibroblastes activés vont également exprimer à la surface de leur membrane plusieurs récepteurs 
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comme VCAM-1 (Molécule d’adhésion cellulaire vasculaire-1) qui facilitent le recrutement et la 
rétention des leucocytes au site d’inflammation (Fahy et al., 2015).  
2.6.3 Rôle des cytokines dans la progression de l’ostéoarthrite 
Suite à un traumatisme, une multitude de cytokines et chimiokines sont libérées dans les tissus de 
l’articulation et l’environnement synovial (Lieberthal et al., 2015; Scanzello & Goldring, 2012). 
Ces différents facteurs, de nature pro- et anti-inflammatoires, jouent des rôles prédominants dans 
la progression ou la régression de l’inflammation dans l’articulation.  
IL-1ra est l’inhibiteur physiologique d’IL-1β et est présent dans le liquide synovial chez les 
personnes saines. Suite à une blessure, les niveaux d’IL-1ra et IL-1β augmentent fortement pour 
ensuite diminuer de manière significative (Lieberthal et al., 2015). Cependant, la diminution 
progressive d’IL-1ra sans aucune modulation d’IL-1β dans le liquide synovial est un des facteurs 
favorisant la dégradation de l’articulation et la progression de l’OA (Lieberthal et al., 2015). Dans 
des études précliniques, l’augmentation de la présence d’IL-1ra dans les articulations par le biais 
d’injection de la protéine recombinante ou par thérapie génique permet de réduire les lésions 
cartilagineuses et la formation d’ostéophyte induite par l’OA post-traumatique (Lieberthal et al., 
2015; Scanzello & Goldring, 2012). Bien que l’efficacité clinique d’IL-1ra chez l’homme est sous 
débats (Lieberthal et al., 2015; Scanzello & Goldring, 2012), les plus récentes études montrent que 
cette protéine possède un potentiel thérapeutique prometteur pour freiner la progression de l’OA 
post-traumatique (King et al., 2016).  
TNF-α est une deuxième molécule, complice d’IL-1β, capable d’induire le catabolisme de 
l’articulation (Scanzello & Goldring, 2012). Dans le cadre de l’arthrite rhumatoïde, l’inhibition du 
TNF-α par le biais d’anticorps monoclonaux réprime la dégradation de l’articulation (Scanzello & 
Goldring, 2012). IL-10 est une molécule anti-inflammatoire puissante et joue un rôle protecteur sur 
les chondrocytes. Notamment, IL-10 réduit la production de cytokines inflammatoires et de 
protéases par les cellules synoviales (Wojdasiewicz, Poniatowski, & Szukiewicz, 2014). IL-10 
protège également les chondrocytes des effets cataboliques du TNF-α et de l’inflammation issue 
de l’hémarthrose (saignement de l’articulation) (Alaaeddine et al., 1999; Jansen et al., 2008).  
En somme, toutes ces études suggèrent qu’un débalancement des cytokines vers un environnement 
plus catabolique contenant de fortes concentrations d’IL-1β et TNF-α et de faibles concentrations 
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d’IL-1ra et IL-10 favorise le développement de l’OA. Au contraire, des environnements synoviaux 
contenant plus d’IL-1ra et d’IL-10, et moins d’IL-1β et TNF-α auraient des effets protecteurs contre 
l’inflammation et freineraient la progression de l’OA (Figure 2.9). 
 
Figure 2.9 : Balances des cytokines IL-1ra, IL-10, IL-1β et TNF-α dans l’articulation influencent 
le développement de l’ostéoarthrite (image adaptée de Scanzello et Goldring 2012). 
2.7 Le chitosane 
Le chitosane est un polysaccharide linéaire composé de monomères de D-glucosamine (GlcN) et 
de N-acétyl-D-glucosamine (Buschmann et al., 2013). Étant donné que le chitosane est abondant, 
biocompatible, hémocompatible et biodégradable, il est utilisé dans une grande variété 
d’applications biomédicales. Le chitosane est obtenu suite à la déacetylation partielle de la chitine 
en milieu alcalin (Lamarque, Viton, & Domard, 2004a, 2004b). Les propriétés physicochimiques 
et biologiques du chitosane sont contrôlées par deux paramètres : le degré de déacetylation (DDA) 
et le poids moléculaire (Buschmann et al., 2013). Le DDA est équivalent au pourcentage d’unités 
glucosamine dans le chitosane. Par définition, le chitosane est obtenu lors la chitine est déacétylée 
au-delà d’un DDA supérieur à 50% (Buschmann et al., 2013). La chitine est insoluble dans la 
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majorité des solvants organiques (Buschmann et al., 2013). Dans le cas du chitosane, la présence 
de groupements amine permet la protonation de ces groupes à pH faible (lorsque le pH est en 
dessous du pKa du chitosane) et permet la dissolution du chitosane dans des solutions aqueuses 
(Filion, Lavertu, & Buschmann, 2007). Toutefois, lorsque le pH de la solution est au-dessus du 
pKa du chitosane, les groupements amines ne sont plus protonés et le chitosane devient alors 
insoluble (Filion et al., 2007). 
Le DDA et poids moléculaire du chitosane contrôlent plusieurs propriétés du polymère comme sa 
solubilité, viscosité, taux de dégradation et biocompatibilité (Buschmann et al., 2013). La 
biodégradabilité et la solubilité du chitosane peuvent être augmentées en diminuant le DDA ou le 
poids moléculaire (Buschmann et al., 2013; Hoemann & Fong, 2017). À pH neutre, le chitosane 
est insoluble (Hoemann & Fong, 2017; Hoemann, C. D. et al., 2013). C’est seulement en solution 
acide et lorsqu’au moins 50% des groupements amine libre sont chargés que le chitosane se 
solubilise. Toutefois, les petites chaines de chitosanes (en dessous de 5 kDa) sont solubles en 
solution aqueuse à pH neutre (Hoemann & Fong, 2017).  
2.7.1 Modification des propriétés structurales du chitosane 
La déacetylation de la chitine en chitosane est généralement obtenue en ajoutant les particules de 
chitine dans une solution alcaline chaude (contenu massique de NaOH 25 à 50%) (Buschmann et 
al., 2013; Lamarque et al., 2004a, 2004b). La déacetylation de la chitine peut être réalisée par le 
biais d’enzymes. Par contre, cette méthode n’est pas adoptée pour la production du chitosane car 
elle n’est pas efficace et est trop couteuse dû à l’usage d’enzymes (Buschmann et al., 2013).  
La déacetylation alcaline chaude de la chitine va permettre de produire des chitosanes de différents 
DDA dont la répartition des groupements amine et N-acétyl sera hétérogène (Aiba, 1991; Varum, 
Anthonsen, Grasdalen, & Smidsrod, 1991a). Dans ce cas, un chitosane acétylé en bloc, où les 
groupes N-acétyl restants seront distribués en grappe le long de la chaine de chitosane est obtenu 
(Figure 2.10) (Aiba, 1991; Varum et al., 1991a). La réacétylation de chitosane complètement 
déacétylé par anhydride acétique permet d’obtenir un chitosane acétylé de manière homogène où 
les groupes N-acétyl sont répartis de manière égale le long de la chaine de chitosane (Figure 2.10) 
(Lavertu, Darras, & Buschmann, 2012). Il est également possible d’obtenir des chitosanes acétylés 
de manière homogène en resuspendant de la chitine dans une solution alcaline pendant plusieurs 
heures à des températures en dessous de 0oC (Lamarque, Cretenet, Viton, & Domard, 2005).  
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Figure 2.10 : Schéma représentant la structure linéaire du chitosane. Le chitosane peut varier en 
poids moléculaire, DDA et peut être acétylé en bloc ou de manière aléatoire (image adaptée de 
Hoemann et Fong 2017).   
Les deux approches principales pour dépolymériser le chitosane sont l’hydrolyse chimique ou 
l’hydrolyse enzymatique (Buschmann et al., 2013; Lavertu, Methot, Tran-Khanh, & Buschmann, 
2006). L’hydrolyse enzymatique, utilisant des chitosanases, permet de produire des oligomères de 
chitosane bien précis (Buschmann et al., 2013). Toutefois, cette approche est très couteuse et ne 
permet pas de produire d’importantes quantités de chitosane (Buschmann et al., 2013). Pour ces 
raisons, l’utilisation de l’acide chlorhydrique (HCl) ou nitrique (HONO) est plus souvent adoptée 
pour la dépolymérisation du chitosane (Allan & Peyron, 1995a, 1995b; Tommeraas, Varum, 
Christensen, & Smidsrod, 2001a; Varum, Ottoy, & Smidsrod, 2001). Toutefois, en plus de la 
dépolymérisation du chitosane, l’utilisation du HCl induit également l’hydrolyse des groupes N-
acétyl (Varum et al., 2001). Donc, la dépolymérisation du chitosane par HONO est plus souvent 
utilisée afin de générer des chitosanes de poids moléculaire désiré (Lavertu et al., 2006).  
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2.7.2 Mesure du DDA du chitosane par RMN du proton 
Plusieurs méthodes existent afin de mesurer le DDA du chitosane et comprennent la spectroscopie 
infrarouge, la spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier, la spectroscopie UV et la 
spectroscopie de résonance magnétique nucléaire (RMN) (Buschmann et al., 2013). Dans le cadre 
de cette thèse, uniquement la spectroscopie RMN sera discutée. 
La spectroscopie RMN du proton exploite le phénomène de RMN où les protons du chitosane sont 
soumis à un rayonnement électromagnétique (James, 1998). Ce phénomène est obtenu lorsque le 
champ magnétique appliqué sur le proton possède la même fréquence de rotation (appelé fréquence 
de Larmor) que celle du moment spin du noyau (James, 1998). Cette fréquence de Larmor va 
dépendre de la distribution d’électrons autour de chaque proton. Ces différences de fréquences se 
traduisent en “déplacements chimiques” qui permettent de déterminer la structure de molécules 
diverses (James, 1998). 
  Pour mesurer le DDA du chitosane par RMN du proton, le chitosane est d’abord solubilisé 
dans de l’eau deutérée (Buschmann et al., 2013). À partir du spectre RMN, le DDA peut être calculé 
à partir de l’intégration des pics H1D et HAc qui correspondent respectivement aux protons 
anomériques de l’unité GlcN et aux protons du groupement CH3 des groupes acétyl (Lavertu et al., 
2003). Dans ce cas, le DDA est calculé à partir de l’équation suivante: 
%𝐷𝐷𝐴 = (
𝐻1𝐷
𝐻1𝐷 +
𝐻𝐴𝑐
3
)×100 
2.7.3 Mesure du poids moléculaire par chromatographie  
Le poids moléculaire du chitosane est déterminé par chromatographie par perméation de gel (GPC), 
aussi appelée chromatographie d’exclusion stérique (Buschmann et al., 2013; Nguyen, Winnik, & 
Buschmann, 2009). Cette technique de chromatographie permet de séparer des molécules selon 
leur taille par le biais de colonnes contenant un matériel poreux (constituant la phase stationnaire) 
et une phase mobile liquide. Au départ, le chitosane est solubilisé dans une solution identique à la 
phase mobile composée d’acide acétique, d’acétate de sodium et d’acétate d’ammonium et est 
ensuite injecté dans la colonne. Une fois dans la colonne, les chaines de chitosane de différentes 
tailles vont migrer à travers la colonne. Selon leur taille, les chaines peuvent pénétrer dans les pores 
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de la phase stationnaire. Les chaines les plus petites vont être retenues dans les pores tandis que les 
grosses chaines seront exclues. Basées sur ce principe de séparation, les chaines de chitosane plus 
grosse seront éluées hors de la colonne alors que les chaines plus petites seront éluées plus tard.  
Des détecteurs de diffusion de lumière multi-angle (MALS), un viscosimètre et un réfractomètre 
sont placés en sortie des colonnes et mesurent en temps réels différentes données relatives aux 
chaines de chitosane (Buschmann et al., 2013; Nguyen et al., 2009). Les informations données par 
le détecteur MALS et le réfractomètre peuvent être utilisées dans l’approximation de Rayleigh-
Gans-Debye afin de déterminer la masse molaire moyenne en nombre (Mn), la masse molaire 
moyenne en masse (Mw) et la polydispersité (PDI, définie comme le ratio entre le Mw et le Mn) 
(Buschmann et al., 2013; Nguyen et al., 2009).  
2.8 Utilisation du chitosane dans la réparation ostéochondrale 
Insoluble à pH neutre, le chitosane peut être mélangé avec une solution de β-glycérol phosphate 
(GP) afin de générer une solution de chitosane-GP qui possède un pH cytocompatible et presque 
neutre (Chenite et al., 2000; Lavertu, Filion, & Buschmann, 2008). Ce produit, maintenant connu 
sous le nom de BST-CarGel®, est utilisé pour augmenter la réparation du cartilage induite par 
stimulation osseuse (Shive M. S., 2006; Stanish et al., 2013). Lors de cette procédure, la solution 
de chitosane-GP est mélangée avec le sang du patient afin de générer un implant hybride 
(chitosane-GP/sang) qui se solidifie au-dessus de la lésion ostéochondrale percée par 
microfractures (Shive M. S., 2006; Stanish et al., 2013). Étant donné que le chitosane est 
cationique, cet implant s’adhère facilement aux tissus (chargé négativement dû aux GAGs) 
(Hoemann, C. D. et al., 2005; Hoemann, C. D. et al., 2007).  
Les premières études précliniques ont démontré l’efficacité des implants de chitosane sur la 
réparation du cartilage induite par stimulation osseuse chez les lapins et moutons (Chevrier, A. et 
al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 2005; Hoemann, C. D. et al., 2007). Ces implants améliorent la 
réparation du cartilage en augmentant la vascularisation et le remodelage de l’os sous-chondral 
(Chevrier, A. et al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 2007). Ce remodelage permet ainsi une meilleure 
intégration du tissu de réparation aux tissus natifs adjacents. De plus, le tissu cartilagineux formé 
possède une morphologie proche du cartilage hyalin (forte concentration en collagène de type 2 et 
34 
 
de GAGs, ainsi qu’une plus grande densité des cellules avec une morphologie de chondrocytes est 
observée) (Chevrier, A. et al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 2005; Hoemann, C. D. et al., 2007) .  
2.8.1 Mécanismes cellulaires impliqués dans la réparation ostéochondrale 
induite par les implants de chitosane 
Il a été montré que les implants de chitosane retardent mais augmentent le recrutement des MSC 
dans le tissu de granulation (Chevrier, A. et al., 2007). Ceci est également accompagné d’une 
diminution de l’adipogenèse et une augmentation de l’ostéogenèse et l’angiogenèse dans le tissu 
de granulation (Chevrier, A. et al., 2007). Ces données suggèrent toutefois que le recrutement des 
MSC dans le tissu de granulation constitue la force motrice dictant la formation de nouvel os et la 
formation de cartilage hyalin (Chevrier, A. et al., 2007). Toutefois, la stimulation des MSC avec le 
chitosane n’affecte pas la libération de cytokines chez ces cellules, suggérant ainsi que l’effet du 
chitosane sur les MSC dans le tissu de granulation est régulé par des processus cellulaires indirects 
(Guzman-Morales et al., 2009).  
La réponse régénératrice induite par le chitosane est initiée par une forte réponse inflammatoire. 
Cette réponse inflammatoire précède le recrutement des MSC, la formation des vaisseaux sanguins 
et de nouvel os dans le tissu de granulation (Chevrier, A. et al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 2010). 
Lors de cette inflammation, un nombre accru de neutrophiles et de macrophages alternativement 
activés sont recrutés aux implants de chitosane et dans le tissu de réparation adjacent (Chevrier, A. 
et al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 2010). Ces cellules interagissent, phagocytent les particules de 
chitosanes, et persistent dans le tissu jusqu’à ce que les particules de chitosane soient complètement 
éliminées (Lafantaisie-Favreau et al., 2013).  
2.8.2 Réponses des neutrophiles au chitosane 
Dès l’implantation dans le tissu, les neutrophiles se mobilisent rapidement aux particules de 
chitosane ayant un DDA entre 70 et 92% (Hoemann & Fong, 2017). Toutefois, lorsque le DDA est 
supérieur à 95%, le recrutement des neutrophiles aux particules de chitosane est beaucoup plus 
faible (Hoemann & Fong, 2017; Simard et al., 2009). Plusieurs études ont proposé différents 
mécanismes orchestrant le recrutement des neutrophiles au chitosane. En autre, LTB4 (Leukotriene 
B4) et CXCL8/IL-8 sont des facteurs chimiotactiques pour les neutrophiles et peuvent être induits 
chez les neutrophiles suite à une stimulation avec le chitosane (Park, C. J., Gabrielson, Pack, 
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Jamison, & Wagoner Johnson, 2009; Simard et al., 2009; Usami, Okamoto, Takayama, Shigemasa, 
& Minami, 1998). La libération de ces facteurs et la chimiotaxie des neutrophiles aux chitosanes 
sont inversement proportionnelles au DDA du chitosane (Park, C. J. et al., 2009; Simard et al., 
2009). Les particules de chitosane possèdent un faible potentiel d’activation chez les neutrophiles 
car elles sont incapables de stimuler la libération d’enzymes normalement libérées par les 
neutrophiles activés (lysozyme, myéloperoxidase) (Simard et al., 2009). 
2.8.3 Réponses des macrophages au chitosane 
Suite au recrutement des neutrophiles, des macrophages sont mobilisés aux tissus adjacents aux 
implants de chitosane (Azab et al., 2007; Hoemann & Fong, 2017; Hoemann, C. D. et al., 2010; 
Vasconcelos et al., 2013). La dégradation de l’implant de chitosane est en partie orchestrée par les 
neutrophiles et les macrophages (Hoemann & Fong, 2017). La dégradation graduelle du chitosane 
par les neutrophiles et macrophages modifie le tissu de granulation qui permet par la suite 
l’initiation de la régénération tissulaire (Hoemann & Fong, 2017). Plusieurs études ont évalué 
l’effet de particules de chitosane sur la libération de diverses cytokines chez les macrophages 
(Hoemann & Fong, 2017). Toutefois, les chitosanes utilisés dans chaque étude possédaient des 
propriétés structurales différentes (poids moléculaire entre 0.5 à 1000 kDa, DDA entre 51 et 96%) 
et ont été utilisés à différentes concentrations (entre 1 µg/mL jusqu’à 50 mg/mL). Encore même, 
dans certains cas, les propriétés des chitosanes utilisés ne sont pas mentionnées.  
Dans des modèles de macrophages non activés (aucune préactivation avec des cytokines comme le 
LPS ou l’IFN-γ), il a été démontré que le chitosane peut stimuler la libération de différents types 
de cytokines (Almeida et al., 2014; Guzman-Morales et al., 2011; Oliveira, Santos, Oliveira, 
Torres, & Barbosa, 2012). Plusieurs études utilisant différents chitosanes (DDA entre 80 et 92%, 
Mn entre 30 et 325 kDa, chitosane sous forme de film ou microparticules) ont montré que le 
chitosane stimule la libération de cytokine et chimiokines pro-inflammatoires comme l’IL-1β, 
TNF-α, CCL2/MCP-1, CCL3/MIP-1α, CCL4/MIP-1β et CCL5/RANTES. En revanche, le 
chitosane peut également induire des réponses anaboliques qui mènent ces cellules à sécréter plus 
de TGF-β, PDGF et IL-10 (Oliveira et al., 2012; Ueno et al., 2001). Il s’avère toutefois que 
l’induction de certaines cytokines dépend de la dose. Par exemple, l’augmentation d’IL-1β et 
CCL5/RANTES ont eu lieu uniquement lorsque de hautes concentrations de chitosane ont été 
utilisées (supérieures à 100 µg/mL) (Guzman-Morales et al., 2011). 
36 
 
Très peu d’études ont évalué la réponse des macrophages polarisés vers différents états d’activation 
au chitosane (Bueter et al., 2011; Bueter et al., 2014; Vasconcelos et al., 2013). Les macrophages 
M1 obtenus suite à une stimulation avec le GM-CSF, IFN-γ ou le LPS, sécrètent beaucoup plus 
d’IL-1β suite à une stimulation au chitosane (Bueter et al., 2014). Bueter et al. ont montré que la 
libération d’IL-1β par le chitosane nécessitait une précédente activation par le LPS (Bueter et al., 
2011). Ces résultats suggèrent ainsi que l’Inflammasome, le complexe impliqué dans la production 
d’IL-1β, est nécessaire pour la stimulation de la sécrétion du IL-1β par le chitosane (Bueter et al., 
2011; Bueter et al., 2014). D’autres études ont montré dans des lignées cellulaires RAW264.7 
(macrophages murins) que le chitosane pouvait augmenter ou supprimer la libération de l’IL-1β, 
TNF-α et de NO chez les macrophages préalablement activés au LPS, IFN-γ ou LPS avec IFN-γ 
(Feng, Zhao, & Yu, 2004; Han, Zhao, Yu, Feng, & Yu, 2005; Hwang, Chen, Chen, & Chen, 2000; 
Yoon, Moon, Park, Im, & Kim, 2007). Ensemble, ces données suggèrent que la réponse des 
macrophages au chitosane dépend fortement de l’état d’activation des macrophages au moment de 
la stimulation. 
2.8.3.1 Influence des propriétés du chitosane sur l’activation des macrophages 
Il existe très peu d’études ayant évalué l’impact de varier différentes propriétés du chitosane sur le 
comportement des macrophages (Gorzelanny, Poppelmann, Pappelbaum, Moerschbacher, & 
Schneider, 2010; Gudmundsdottir, Lieder, Sigurjonsson, & Petersen, 2015; Porporatto, Bianco, 
Riera, & Correa, 2003; Vasconcelos et al., 2013). Vasconcelos et al. ont montré in vivo qu’en 
fonction du DDA, des échafaudages de chitosane implantés in vivo induisent le recrutement de 
différents types de macrophages : les chitosanes partiellement acétylés (85% DDA) recrutent plus 
de macrophages présentant un phénotype M1 tandis que les chitosanes fortement déacétylés (95% 
DDA) recrutent plus de macrophages M2 (Vasconcelos et al., 2013). Toutefois, cette étude évalue 
uniquement le recrutement des macrophages à court terme (1 ou 4 jours post-implantation) pendant 
que l’implant de chitosane est encore présent (Vasconcelos et al., 2013) et n’évalue pas à long 
terme le phénotype macrophagique.  
Il a été suggéré que le chitosane, à bas poids moléculaire, est relativement inerte et demeure 
incapable d’activer les macrophages. Gudmunsdottir, Gorzelanny et collègues respectifs ont 
montré que les oligomères de chitosanes dont le degré de polymérisation est inférieur à 6 sont 
incapables de stimuler la libération d’IL-1β et TNF-α chez des macrophages humains (Gorzelanny 
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et al., 2010; Gudmundsdottir et al., 2015). Ces observations sont en contradiction avec d’autres 
études suggérant que des oligomères de chitosanes peuvent stimuler l’expression de TNF-α et IL-
1β chez des macrophages murins (Feng et al., 2004; Han et al., 2005).   
Ensemble, ces études indiquent qu’il demeure difficile de prédire le comportement des 
macrophages à un chitosane ayant des propriétés bien distinctes. La majorité de ces études ont 
évalué l’impact de varier un seul paramètre du chitosane (DDA ou poids moléculaire) sur le 
comportement des macrophages. Également, les préparations de chitosane utilisées dans certains 
cas n’ont pas été complètement caractérisées pour le DDA, le poids moléculaire, et la présence 
d’impureté. Le tableau 2.1 résume le corps des études ayant évalué la réponse des macrophages au 
chitosane.  
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Tableau 2.1 : Propriétés des chitosanes rapportées sur des études évaluant la réponse des 
macrophages au chitosane (tableau adapté de Hoemann et Fong 2017). 
Premier auteur 
Année 
Poids moléculaire DDA Formulation du chitosane 
Concentration utilisée 
Nishimura 
1984 
Oligomères DP-6 >85% Oligomères 
Concentration non spécifiée 
Otterlei 
1994 
2.5-50 kDa 79% Microparticules et oligomères 
100-1000 µg/mL 
Peluso 
1995 
300 kDa 85% Particules 
10-8 M 
Bianco 
2000 
0.5-15 kDa >85% Particules 
300-900 µg/mL 
Hwang 
2000 
150 kDa >95% Particules et film 
0.32-200 µg/mL 
Jeong 
2000 
300 kDa - Chitosane soluble  
1 µg/mL 
Ueno 
2001 
50 kDa >80% Particules 
5-50 µg/mL 
Chou 
2003 
50, 100, 300 kDa >90% Particules 
2.5-62.5 µg/mL 
Porporatto 
2003 
50 et 1000 kDa 75-85% Particules 
500-1000 µg/mL 
Feng 
2004 
Oligomères DP-6 >85% Oligomères 
20-80 µg/mL 
Mori 
2004 
0.4-20 kDa - - 
50 mg 
Han 
2005 
1 kDa >85% Oligomères 
Concentration non spécifiée 
Yoon 
2007 
<10 kDa 90-95% - 
0.5-5 mg/mL 
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Tableau 2.1: Propriétés des chitosanes rapportées sur des études évaluant la réponse des 
macrophages au chitosane (tableau adapté de Hoemann et Fong 2017) (suite). 
Auteur 
Année 
Poids moléculaire DDA Formulation du chitosane 
Concentration utilisée 
Gorzelanny 
2010 
500 kDa 40-90% Chitosane dégradé enzymatiquement 
1 µg/mL 
Bueter 
2011 
- 76.7% Particules 
1 µg-1000 µg/mL 
Guzman-Morales 
2011 
40 kDa 80-81.9% Microparticules 
5-500 µg/mL 
Oliveira 
2012 
324 kDa 88-89% Film 
- 
Almeida 
2014 
324 kDa 88-89% Échafaudage 3D 
- 
Bueter 
2014 
- 60-92% Particules 
100 µg/mL 
Gudmunsdottir 
2015 
Oligomères, 
5 kDa et haut Mn 
- Particules et oligomères 
20-120 µg/mL 
2.9 Modèle d’étude des macrophages in vitro 
L’étude de macrophages humains peut se réaliser en utilisant des cultures primaires ou bien des 
lignées cellulaires. Dans le cadre de cette thèse doctorale, la majorité des expériences a été réalisée 
dans des lignées cellulaires de macrophages U937. Cependant, certaines expériences 
confirmatoires ont été réalisées dans des cultures primaires de macrophages humains.  
2.9.1 Culture primaire de macrophages humains 
Dans le cas des cultures primaires, un échantillon sanguin (environ 120 mL) provenant du sang 
périphérique est prélevé à partir d’un donneur volontaire sain. Le sang prélevé est ensuite versé sur 
du Ficoll-Hypaque et l’échantillon est centrifugé afin de séparer les cellules mononucléaires des 
granulocytes et des globules rouges (Ariganello, Simionescu, Labow, & Lee, 2011). Après 
centrifugation, les cellules mononucléaires (contenant les monocytes et lymphocytes) sont 
récoltées à l’interface Ficoll-Plasma. Après plusieurs lavages successifs, les cellules obtenues 
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peuvent être mises en culture directement, ou bien sont soumises à des étapes de purification en 
utilisant des microbilles permettant d’isoler uniquement les cellules CD14+ (exprimée 
exclusivement par les monocytes) (Ambarus et al., 2012).  
Une fois mises en culture, les cellules peuvent être également maintenues de 4 à 7 jours en présence 
de M-CSF ou GM-CSF afin de promouvoir leur différenciation et survie en macrophages (Ambarus 
et al., 2012). Alternativement, les cellules peuvent être uniquement maintenues en culture pendant 
14 jours en présence unique de sérum (Ariganello et al., 2011). Dans le cadre de cette thèse, les 
macrophages primaires humains sont obtenus à partir d’une culture de 14 jours en présence de 
sérum et permettent d’obtenir des cellules macrophagiques adhérentes (Ariganello et al., 2011). 
Une fois les macrophages obtenus, il est possible de les stimuler avec l’IFN-γ, le LPS ou l’IL-4 
afin d’induire leur polarisation vers les phénotypes M1 ou M2 (Ambarus et al., 2012).  
2.9.2 Lignées cellulaires U937 
Les cellules U937 sont une lignée monocytaire utilisée rigoureusement pour étudier la biologie des 
macrophages (Baek et al., 2009; Sundstrom & Nilsson, 1976). Ces cellules ont été originairement 
isolées d’un homme atteint d’un lymphome histiocytaire (Sundstrom & Nilsson, 1976). Les U937 
peuvent être cultivées et propagées in vitro en tant que précurseurs monocytaires non adhérents, et 
sont différenciées en macrophages en utilisant différents agents (Vitamine D3, acide rétinoïque, 
PMA (phorbol-myristate acetate)). Le PMA est traditionnellement utilisé pour la différenciation 
des U937 en macrophages (Baek et al., 2009). Celui-ci est un agoniste chimique de la voie des 
protéines kinase C et promeut chez les U937 l’expression de plusieurs protéines exprimées sur les 
macrophages matures  (Baek et al., 2009; Verhoeckx et al., 2004).  
L’utilisation de ces lignées cellulaires présente des avantages considérables par rapport aux cultures 
primaires de macrophages dérivés de monocytes. Premièrement, la différenciation des cellules 
U937 obtenue est reproductible et permet d’obtenir des macrophages dont le comportement est 
plus homogène et reproductible que les macrophages obtenus à partir de cultures primaires 
(Chanput, Mes, & Wichers, 2014). Ceci permet de minimiser la variabilité des résultats obtenus à 
travers différentes expériences. De plus, les lignées cellulaires permettent d’obtenir un nombre 
abondant de cellules pour des expériences. Cela permet ainsi de générer assez de cellules pour une 
récupération adéquate d’échantillon biologique (par exemple, échantillon protéique ou génomique 
pour des analyses). Finalement, les lignées cellulaires sont plus robustes aux agents de 
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transfections. Cela permet l’utilisation de ces cellules pour des études de silençage ou de 
surexpression de gènes chez les macrophages, ce qui est difficile à réaliser avec des macrophages 
primaires (Zhang, Edwards, & Mosser, 2009).  
2.10 Essais cellulaires et biochimiques 
Cette section présentera les différents essais cellulaires, biochimiques et immunologiques utilisés 
afin de réaliser les travaux présentés dans cette thèse. 
2.10.1 Mesure de la viabilité cellulaire 
Dans les travaux réalisés dans cette thèse, la viabilité cellulaire suite aux différents traitements a 
été évaluée par des essais MTT (bromure de 3-(4,5-dimethyl-2-thiazolyl)-2,5-diphenyl 
tetrazolium) et LDH (Lactate déhydrogénase). Les essais MTT permettent de mesurer l’activité 
métabolique des cellules tandis que les essais de LDH mesurent la cytotoxicité induite par un 
traitement bien précis (Wolterbeek & van der Meer, 2005).  
Lors des essais MTT, les cellules sont exposées au sel MTT. Le MTT est alors réduit en formazan 
par les enzymes mitochondriales présentes dans les cellules vivantes. Le formazan est un précipité 
brun-violet qui peut être dissout et quantifié par absorbance. L’intensité de la couleur provenant du 
formazan est proportionnelle à l’activité métabolique des cellules et de leur viabilité (Berridge, 
Herst, & Tan, 2005). 
Les essais LDH permettent de mesurer directement la lyse ou les dommages cellulaires. Le LDH 
est une enzyme cytosolique qui est relâchée dans le milieu de culture lorsqu’une perturbation au 
niveau de la membrane cellulaire (induite par nécrose ou apoptose) a lieu (Haslam, Wyatt, & Kitos, 
2000; Wolterbeek & van der Meer, 2005). Le LDH libéré en culture indique ainsi l’intégrité des 
cellules et si une réponse cytotoxique a un traitement prend lieu. Lors ce test, le LDH catalyse par 
le biais de réactions successives la formation de formazan. L’intensité de la couleur provenant du 
formazan est proportionnelle à la quantité de LDH présent dans le milieu de culture et reflètent 
ainsi les niveaux de cytotoxicités parmi les cellules (Haslam et al., 2000; Wolterbeek & van der 
Meer, 2005).  
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2.10.2 Les essais ELISA 
L’ELISA, de l’anglais <<Enzyme-linked immunosorbent assay>>, est une méthode 
immunologique permettant de détecter la présence d’une protéine d’intérêt dans un échantillon 
biologique par le biais d’anticorps. Il existe plusieurs variantes des ELISAs et ces essais peuvent 
être réalisés de manière directe, en sandwich ou bien par compétition. Dans ces essais, les anticorps 
utilisés sont monoclonaux, car ils permettent une meilleure spécificité au niveau des liaisons 
antigène-anticorps, ce qui permet d’assurer la précision et l’exactitude des analyses (Engvall, 
2010). Pour les travaux réalisés dans cette thèse, l’ELISA en sandwich, l’ELISA par compétition 
et les essais multiplexes sont utilisés et seront présentés.  
2.10.2.1 L’ELISA en sandwich 
Les ELISAs en sandwich sont réalisés dans des microplaques où un premier anticorps (l’anticorps 
de capture) est adsorbé à la surface de la microplaque (Figure 2.11). Après l’adsorption, 
l’échantillon contenant l’antigène d’intérêt est ajouté aux plaques et ainsi l’antigène se lie à 
l’anticorps de capture. Suite à cela, un deuxième anticorps (l’anticorps de détection) est ajouté et 
celui-ci se lie également à l’antigène d’intérêt. Dans notre cas, l’anticorps de détection est biotinylé, 
et permet ainsi une liaison spécifique et rapide de la streptavidine aux anticorps de détection. La 
streptavidine est conjuguée à une enzyme (soit la peroxydase de raifort (HRP) ou la phosphatase 
alcaline) qui va pouvoir réagir avec un substrat afin de produire un précipité coloré (Figure 2.11). 
L’intensité du précipité est proportionnelle à la concentration de l’antigène dans l’échantillon. En 
utilisant un étalon de différentes concentrations de l’antigène d’intérêt, la concentration de 
l’antigène dans l’échantillon est déterminée (Engvall, 2010).    
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Figure 2.11 : Schéma représentant la détection d’une protéine d’intérêt par ELISA en sandwich. 
2.10.2.2 L’ELISA compétitif 
Lors de l’ELISA compétitif, un anticorps spécifique à l’antigène d’intérêt est d’abord adsorbé à la 
surface de la microplaque. Par la suite, l’échantillon contenant l’antigène d’intérêt est ajouté dans 
la microplaque en présence d’une solution contenant une quantité connue d’antigène qui a été 
préalablement marqué avec une molécule de détection. Durant l’incubation, l’antigène non marqué 
provenant de l’échantillon et l’antigène marqué font compétition afin de se lier au même anticorps. 
Après incubation, la microplaque est rincée et le signal provenant de l’antigène marqué est mesuré 
(par le biais d’un substrat ou d’une molécule fluorescente) (Hornbeck, 1991). 
Dans les ELISAs compétitifs, une faible concentration d’antigène dans l’échantillon à doser 
permettra une quantité de l’antigène marqué plus grande de se lier aux anticorps, ce qui se traduit 
à un signal mesuré plus élevé. Au contraire, plus la concentration d’antigène dans l’échantillon à 
doser est élevée, plus ces antigènes non marqués sont liés aux anticorps aux dépens des antigènes 
marqués. Cela mène ainsi à un signal mesuré plus faible (Hornbeck, 1991).  
2.10.2.3 Les essais multiplexes 
Les essais multiplexes peuvent être considérés comme des ELISAs multiples, car ils permettent à 
partir d’un seul échantillon biologique de quantifier la concentration de plusieurs antigènes 
distincts. Ces essais utilisent des billes qui ont été infusées avec deux fluorophores à différentes 
concentrations qui absorbent tous les 2 à 635 nm et émettent à 2 longueurs d’onde distincte. Chaque 
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bille est attribuée une combinaison de ces deux fluorophores et est couplée à un anticorps (anticorps 
de capture) ciblant un antigène unique (Figure 2.12, onglet A). Suite à cela, l’échantillon d’intérêt 
est mis en présence de plusieurs billes chacune couplée individuellement à différents anticorps. 
Suite à la liaison des anticorps aux antigènes respectifs, un deuxième anticorps est ajouté 
(l’anticorps de détection). Cet anticorps de détection est biotinylé, ce qui lui permet d’être lié 
spécifiquement par de la streptavidine. Dans les essais multiplexes, la streptavidine est couplée à 
une molécule fluorescente, la phycoérythrine.  
Chaque antigène analysé est lié d’un côté de par l’anticorps de capture conjugué aux billes (dont 
la combinaison est spécifique, unique et destinée à l’identification d’un antigène) et d’un autre côté 
par les anticorps de détection associé avec la streptavidine-phycoérythrine. Le tout est analysé par 
un appareil qui analyse la fluorescence provenant de la phycoérythrine et des deux fluorophores 
associés aux billes. La fluorescence mesurée pour chacun des deux fluorophores associés aux billes 
permet d’identifier quel antigène est mesuré tandis que la fluorescence provenant de la 
phycoérythrine permet de déterminer la concentration de l’antigène d’intérêt dans l’échantillon 
(Figure 2.12, onglet B).  
 
Figure 2.12 : Principe de détection des protéines par essais multiplexes. Les billes sont infusées de 
deux colorants émettant dans le rouge et l’infrarouge, respectivement (onglet A). Un laser ayant 
une longueur d’onde d’excitation de 635 nm permet d’identifier la protéine qui est mesurée. Un 
laser ayant une longueur d’onde d’excitation de à 532 nm permet de mesurer le niveau de PE qui 
est proportionnel à la concentration de la protéine identifiée par le laser 635 (onglet B) (image 
adaptée de Bio-Rad.com).  
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2.10.3 L’électrophorèse sur gel d’acrylamide et le buvardage de type western 
Le buvardage de type western, aussi appelé Western blot, permet de détecter et d’évaluer de 
manière relative la présence d’une protéine d’intérêt dans un échantillon. Cet échantillon est 
généralement un lysat cellulaire ou tissulaire, mais peut également être du surnageant provenant de 
culture cellulaire ou du plasma.  
Suite à la génération de l’échantillon, l’échantillon est dosé pour son contenu protéique. À partir 
de cela, une quantité connue de protéine est diluée dans un tampon contenant un agent réducteur et 
du dodécylsulfate de sodium (SDS). L’ajout de SDS permet de charger négativement toutes 
protéines contenues dans l’échantillon. L’échantillon préparé est alors déposé sur un gel 
d’acrylamide polymérisé dans une chambre de migration. En appliquant un courant électrique, les 
protéines migrent à travers le gel vers le pôle positif à différentes vitesses en fonction de leur poids. 
Cette méthode permet ainsi de séparer toutes les protéines contenues dans un échantillon en 
fonction de leur poids moléculaire respectif (Gallagher, 2001).   
Une fois que la séparation des protéines dans les échantillons est terminée, les protéines contenues 
dans le gel d’acrylamide sont transférées sur une membrane de PVDF (polyfluorure de vinylidène). 
Cette membrane va pouvoir contenir toutes les protéines du gel et servira comme une surface 
d’adhésion pour les anticorps pour le Western blot. Lors du Western blot, un premier anticorps 
(appelé anticorps primaire) est incubé avec la membrane de PVDF pour une courte période de 
temps (environ 1 heure). Après cette incubation, la membrane est brièvement lavée pour ensuite 
être incubée avec un deuxième anticorps, l’anticorps secondaire. Cet anticorps secondaire va se lier 
au premier anticorps. Dans notre cas, l’anticorps secondaire est couplé à une enzyme (HRP : 
peroxydase de raifort) qui va pouvoir réagir avec un substrat afin de produire un signal 
chemiluminescent. Le signal chemiluminescent est détecté par le biais de films 
autoradiographiques qui sont ensuite développés dans une chambre noire (Gallagher, 2001).  
2.10.4 L’immunomarquage, la cytométrie de flux et la microscopie confocale 
2.10.4.1 L’immunomarquage 
L’immunomarquage est une technique permettant de détecter la présence d’un antigène in situ dans 
une population de cellules. Cette technique peut être réalisée directement sur les cellules qui ont 
été ou non préalablement fixées. Toutefois, la fixation est souvent utilisée pour immobiliser les 
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cellules pour la microscopie confocale, mais ce n’est pas nécessaire pour les analyses de cytométrie 
en flux. Lors de l’immunomarquage, les cellules sont incubées en présence d’un anticorps primaire 
spécifique pour l’antigène d’intérêt. Lors d’un immunomarquage direct, l’anticorps primaire est 
directement conjugué à un fluorophore et ne nécessite pas l’addition d’un anticorps secondaire 
fluorescent. Lors d’un immunomarquage indirect, un anticorps secondaire conjugué à un 
fluorophore est ajouté et celui-ci se lie à l’anticorps primaire (Donaldson, 2001).  
2.10.4.2 La microscopie confocale 
La microscopie confocale se distingue de la microscopie en épifluorescence, car celle-ci permet de 
détecter uniquement la fluorescence émise sur le plan focal X-Y précis dans une série de plan dans 
l’axe Z (en contraste à la microscopie en épifluorescence qui détecte la fluorescence émise sur le 
plan focal et sur tous les plans Z).  C’est par le biais d’un sténopé que le microscope confocale 
permet cette détection sélective de la lumière provenant du plan focal. Lors de l’acquisition des 
images, des lasers (argon-ion ou hélium-néon) balaient l’échantillon afin d’exciter les différents 
fluorophores. L’émission de la fluorescence est détectée par des tubes photomultiplicateurs (Smith, 
C. L., 2001).  
La microscopie confocale permet ainsi de détecter la fluorescence (qui témoigne de la présence 
d’une protéine d’intérêt préalablement marquée lors de l’immunomarquage) émise par des 
fluorophores dans un plan XY à une hauteur Z bien définie. En acquérant plusieurs images X-Y, il 
est possible de créer une reconstitution en trois dimensions des signaux fluorescents obtenus 
utilisant un logiciel de déconvolution (Gao et al., 1998; Smith, C. L., 2001).   
2.10.4.3 La cytométrie en flux 
La cytométrie en flux est une technique permettant de quantifier l’intensité de la fluorescence 
associée à chaque cellule individuelle dans une population de cellules. Lors de cette technique, les 
cellules en suspension défilent dans le cytomètre à grande vitesse à travers des canaux 
microfluidiques jusqu’à un système de détection. Le système de détection est composé de lasers 
qui vont pouvoir exciter les différents fluorophores associés aux cellules et de détecteurs qui vont 
pouvoir mesurer l’intensité émise par chaque fluorophore. Cette technique permet ainsi d’analyser 
un nombre très élevé de cellules, soit plusieurs milliers de cellules (Kim & Sederstrom, 2001). 
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2.10.5 Essais de migration des cellules souches mésenchymateuse 
Les chambres de migration Transwell sont utilisées afin d’évaluer le potentiel chimiotactique des 
milieux de culture provenant de macrophages. Ces chambres sont composées de deux 
compartiments séparés l’une de l’autre par une membrane poreuse (taille des pores 8 µm). Lors de 
ces essais, des MSC en culture sont récupérés et ensemencés dans le compartiment supérieur de la 
chambre de migration. Ce compartiment est ensuite mis en contact avec la solution dans la chambre 
inférieure dont le potentiel chimiotactique est à évaluer (Figure 2.13).  
 
Figure 2.13 : Schéma représentant la chambre de migration Transwell® utilisée pour les essais de 
migration des MSC. 
Après une période d’incubation prédéfinie, les cellules ayant migré vers la solution d’intérêt auront 
quitté le compartiment supérieur et se retrouveront de l’autre côté de la membrane poreuse. Les 
cellules qui n’ont pas migré (restant dans le compartiment supérieur) sont enlevées doucement et 
les cellules restantes (celles qui ont migré) sont marquées et comptées.  
  
48 
 
CHAPITRE 3 RATIONELLE ET ORGANISATION GÉNÉRALE DES 
ARTICLES 
La réparation du cartilage par stimulation osseuse dépend critiquement du recrutement des MSC 
provenant de la moelle osseuse et leur différenciation appropriée dans la lésion ostéochondrale 
(Shapiro et al., 1993). En amont de ces deux évènements, la phase inflammation aigue initie cette 
réponse régénératrice où les macrophages sont reconnus comme une des cellules principales 
orchestrant la réparation tissulaire (Hoemann, C. D. et al., 2010). Qu’ils soient dans le tissu de 
granulation ou dans la membrane synoviale, les macrophages peuvent sécréter un large spectre de 
molécules pouvant influencer la réparation ostéochondrale et l’homéostasie de l’articulation de 
manière significative (Fahy et al., 2014; Hoemann, C. D. et al., 2010). En fonction du phénotype 
de polarisation acquis, les macrophages présents au cours de la réparation osteochondrale peuvent 
sécréter des facteurs qui vont attirer les MSCs, promouvoir la chondrogenèse et exercer un effet 
protecteur sur le cartilage, ou au contraire libérèrent plusieurs facteurs cataboliques qui induiront 
la mort des cellules voisinant y compris les chondrocytes et la dégradation de la matrice 
cartilagineuse (Fahy et al., 2014; Sesia et al., 2015). Ces connaissances suggèrent que les approches 
pouvant moduler le phénotype des macrophages présents dans l’articulation pourraient avoir des 
bénéfices thérapeutiques prometteurs sur les MSC durant la réparation du cartilage et sur les 
cellules natives. Une de ces approches serait d’utiliser un biomatériau bioactif qui pourrait stimuler 
la capacité des macrophages à : 
1) Sécréter des facteurs chimiotactiques pour les MSC afin d’augmenter le recrutement de ces 
cellules dans la lésion ostéochondrale 
2) Stimuler la production de molécules anti-inflammatoires pour favoriser la réparation du 
cartilage. 
Plusieurs polysaccharides et polymères, dont le chitosane, le sulfate de chondroitine, l’acide 
hyaluronique, le polyéthylène glycol et l’acide polyglycolique ont été proposés comme 
biomatériaux pour améliorer la réparation ostéochondrale induite par stimulation osseuse (Strauss, 
Barker, Kercher, Cole, & Mithoefer, 2010). Parmi ces biomatériaux, le chitosane s’avère comme 
un biomatériau prometteur pour la réparation ostéochondrale pour plusieurs raisons. Dans un 
premier temps, le chitosane est le seul polysaccharide naturel cationique biodégradable. Cela 
confère au chitosane ses propriétés hémostatiques et sa capacité à s’adhérer à l’os et au cartilage, 
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contribuant ainsi lors de la stimulation osseuse à la formation du caillot sanguin plus stable et plus 
volumineux nécessaire pour une meilleure réparation tissulaire (Hoemann, C. D. et al., 2005). Étant 
donné qu’il est biodégradable, le chitosane se résorbe graduellement afin de permettre la formation 
d’un nouveau tissu cartilagineux fonctionnel et bien intégré avec les tissus adjacents (Chevrier, A. 
et al., 2007; Chevrier, C. D. H., Jun Sun, Michael Buschmann, 2010; Hoemann, C. D. et al., 2010). 
Finalement, ce polysaccharide est déjà utilisé pour améliorer la réparation du cartilage induite par 
stimulation osseuse chez l’homme (Stanish et al., 2013). Toutefois, les mécanismes cellulaires et 
moléculaires qui contribuent à cette meilleure réparation ostéochondrale induite par le chitosane 
demeurent largement inconnus. Une meilleure compréhension de ces mécanismes contribuerait 
aux développements d’implants à base de chitosane plus efficace pour traiter les lésions 
ostéochondrales de patients plus âgés où la réponse régénératrice est atténuée (Kreuz et al., 2006). 
Les études précliniques portant sur les implants hybrides sang/chitosane ont identifié que ces 
implants augmentent la présence des macrophages dans les lésions ostéochondrales, suggérant 
ainsi que ces cellules participent activement à la réponse régénératrice (C.-H. Lafantaisie Favreau 
& Henderson, 2010; Hoemann, C. D. et al., 2010). Ainsi, les interactions entre les macrophages et 
le chitosane joueraient des rôles clés dans le recrutement in situ des MSC et la réparation 
ostéochondrale. Il est bien connu que le chitosane possède un potentiel d’immunomodulation 
unique au sein des macrophages. Le chitosane peut stimuler chez les macrophages la libération 
d’un large spectre de molécules, incluant des cytokines pro- et anti-inflammatoires (Bueter et al., 
2011; Bueter et al., 2014; Oliveira et al., 2012), des chimiokines et des facteurs de croissance 
(Guzman-Morales et al., 2011; Ueno et al., 2001). Ces différents facteurs vont largement être 
responsables d’influencer la réponse régénératrice, dont le recrutement des MSC, leur 
différenciation et leurs fonctions dans le tissu.  
Toutefois, les circonstances sous lesquelles le chitosane peut stimuler la libération de ces différents 
facteurs demeurent inconnues. Un facteur contribuant à ces inconnues est l’utilisation de diverses 
préparations de chitosane dont les propriétés structurales varient grandement. Ainsi, il existe un 
besoin important d’établir un modèle capable de prédire la réponse des macrophages au chitosane 
en fonction de ses propriétés structurales. De plus, étant donné que les macrophages présentent 
différents états d’activation en réponse au chitosane (Hoemann, C. D. et al., 2010; Vasconcelos et 
al., 2013), il devient nécessaire de caractériser les interactions entre le chitosane et les macrophages 
sous les phénotypes de polarisation qu’ils peuvent adopter in vivo. 
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Ensemble, ces informations permettent d’émettre l’hypothèse que le chitosane pourrait être utilisé 
afin de moduler le phénotype des macrophages présents dans l’articulation afin de guider la 
libération de : 
1) Facteurs chimiotactiques pouvant augmenter le recrutement in situ des MSC dans les lésions 
ostéochondrales lors de la réparation du cartilage par stimulation osseuse. 
2) Facteurs anaboliques qui permettront la différenciation des MSC et leur saine pérennité au sein 
du nouveau tissu formé. 
3) Facteurs anti-inflammatoires qui protègeront l’articulation des effets cataboliques des 
molécules pro-inflammatoires. 
Au départ, le chitosane qui sera utilisé pour évaluer ces différentes réponses moléculaires sera un 
chitosane acétylé en bloc avec un DDA de 80% et un poids moléculaire (Mn) entre 100 et 200 kDa 
(Chitosane 80M). Ce chitosane a été choisi, car ces propriétés s’apparentent au chitosane utilisé 
pour le BST-CarGel® et aux chitosanes utilisés dans les études précliniques précédentes (Chen, 
2010; Chevrier, A. et al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 2010; Hoemann, C. D. et al., 2005; Stanish 
et al., 2013). Cependant, il est reconnu que les propriétés structurales du chitosane peuvent 
influencer drastiquement le phénotype des macrophages (Vasconcelos et al., 2013). Ainsi, il sera 
important d’évaluer l’influence de ces propriétés structurales (soit le DDA, le poids moléculaire et 
le patron d’acétylation) sur la libération des différentes molécules induite par le chitosane qui seront 
identifiées préalablement. Cela permettra d’identifier quels sont les motifs structuraux requis qui 
permettent au chitosane de stimuler des réponses anaboliques et anti-inflammatoires sans stimuler 
la libération de facteurs cataboliques.   
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Figure 3.1 : Organigramme présentant les étapes majeures des travaux à réaliser dans cette thèse. 
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3.1 Objectifs de cette thèse 
Les travaux de cette thèse visent à caractériser l’interaction entre les macrophages et le chitosane 
afin de déterminer comment le chitosane peut être utilisé pour moduler le comportement des 
macrophages dans le but d’améliorer la réparation du cartilage. Les objectifs principaux de cette 
thèse sont : 
1) Déterminer comment le comportement des macrophages peut être modulé par le chitosane afin 
de stimuler chez ces cellules la libération de facteurs anaboliques capable d’améliorer la 
réparation du cartilage et protéger son intégrité. 
2) Générer une librairie de chitosane possédant des propriétés structurales distinctes afin d’évaluer 
l’influence de ces propriétés sur la capacité des macrophages à sécréter des facteurs bénéfiques 
pour la réparation du cartilage. 
3) Identifier les mécanismes cellulaires et les motifs structuraux du chitosane permettant à ce 
polysaccharide d’induire chez les macrophages des réponses anti-inflammatoire tout en 
minimisant l’activation de réponses pro-inflammatoire. 
3.2 Hypothèses générales émises dans cette thèse 
1) Le chitosane peut stimuler chez des macrophages polarisés vers différents phénotypes la 
libération de facteurs anaboliques capable d’améliorer la réparation du cartilage articulaire. 
2) Le chitosane possède des motifs structuraux capables de stimuler exclusivement chez les 
macrophages la libération de facteurs anti-inflammatoires sans stimuler la libération de facteurs 
pro-inflammatoires.  
3.2.1 Objectifs de l’article 1 
1) Évaluer l’effet du chitosane sur la libération de facteurs immunomodulateurs et chimiotactiques 
chez des macrophages humains polarisés vers des phénotypes M1 et M2. 
2) Évaluer la capacité des macrophages M1 et M2, stimulés ou non au chitosane, à promouvoir la 
migration des MSC dans des essais in vitro.  
3) Identifier les voies de signalisation permettant au chitosane de stimuler la libération de facteurs 
immunomodulateurs et chimiotactiques chez les macrophages.   
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4) Vérifier que les réponses au chitosane observées chez les cellules U937 sont aussi observées 
chez les macrophages primaires humains. 
3.2.2 Hypothèses de l’article 1 
1) Les particules de chitosane stimulent chez les macrophages M1 et M2 la libération de facteurs 
anti-inflammatoires tout en minimisant la libération de facteurs pro-inflammatoires. 
2) Les macrophages stimulés aux particules de chitosane libèrent plus de facteurs chimiotactiques 
pour les MSC que les macrophages non stimulés. 
3) Les milieux conditionnés provenant de macrophages stimulés aux particules de chitosane attirent 
plus de MSC que les milieux conditionnés provenant de macrophages non stimulés.  
4) Les particules de chitosane activent les voies de signalisations STAT-1 et STAT-6 chez les 
macrophages.   
5) Les macrophages primaires ont besoin d’être activés par le PMA pour montrer les réponses au 
chitosane observé dans les macrophages U937 obtenues par différenciation au PMA. 
3.2.3 Objectifs de l’article 2 
1) Générer un répertoire de chitosanes possédant des propriétés structurales (DDA, Mn et patron 
d’acétylation) bien définies. 
2) Identifier les propriétés structurales du chitosane menant à la libération des cytokines IL-1β, IL-
1ra et CXCL10 et à la libération de PGE2 par les macrophages. 
3) Évaluer la cytotoxicité des différents chitosane générés sur des macrophages. 
4) Définir les mécanismes cellulaires menant aux réponses pro- ou anti-inflammatoires induites par 
les chitosanes générés.  
3.2.4 Hypothèses de l’article 2 
1) Le chitosane possède des motifs structuraux bien précis afin de stimuler la libération d’IL-1ra 
sans induire la libération d’IL-1β chez les macrophages.  
2) Le chitosane possède des motifs structuraux bien précis afin de stimuler la libération d’IL-1ra 
sans induire de mort cellulaire chez les macrophages 
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3) Les chitosanes qui stimulent la production de CXCL10 et IL-1ra induisent de l’expression de 
l’IFN de type 1 qui agit comme facteur paracrine sur les macrophages.  
4) La libération d’IL-1β, IL-1ra, CXCL10 et PGE2 sont dépendants de l’intégrité des lysosomes. 
5) La perturbation et la rupture des lysosomes par le chitosane sont responsables de la libération 
d’IL-1β, IL-1ra, CXCL10 et PGE2. 
 
 
55 
CHAPITRE 4 ARTICLE 1: BIODEGRADABLE CHITOSAN 
MICROPARTICLES INDUCE DELAYED STAT-1 ACTIVATION AND 
LEAD TO DISTINCT CYTOKINE RESPONSES IN DIFFERENTIALLY 
POLARIZED HUMAN MACROPHAGES IN VITRO 
 
Ce chapitre présente l’article intitulé Biodegradable chitosan microparticles induce delayed STAT-
1 activation and lead to distinct cytokine responses in differentially polarized human macrophages 
in vitro dont les auteurs sont David Fong, Marianne B. Ariganello, Joёl Girard-Lauzière et Caroline 
D. Hoemann. 
Cet article a été publié dans la revue Acta Biomaterialia en janvier 2015 (Acta Biomater. 2015 Jan; 
12:183-194) et répond aux objectifs de l’article 1 présentés au chapitre 3. 
La contribution du premier auteur à l’émission des hypothèses, la conception des expériences, 
l’obtention des résultats et à la rédaction de l’article est évaluée à 85%. 
Description détaillée de la contribution des différents auteurs : 
David Fong : Émission des hypothèses, conception des expériences, obtention des résultats, 
analyse et interprétation des données, rédaction et révision de l’article, responsable de l’intégrité 
du travail. 
Marianne B. Ariganello : Émission des hypothèses, conception des expériences, obtention des 
résultats, analyse des données, révision de l’article. 
Joёl Girard-Lauzière : Obtention des résultats, analyse des données 
Caroline D. Hoemann : Émission des hypothèses, conception des expériences, analyse et 
interprétation des données, rédaction et révision de l’article, acquisition des fonds de recherche, 
responsable de l’intégrité du travail. 
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4.1 Abstract 
Current data suggest that chitosan activates wound macrophages to release endogenous factors that 
guide mesenchymal stem cell (MSC) to bone fractures. We tested the hypothesis that chitosan, a 
polymer containing glucosamine and N-acetyl glucosamine, stimulates macrophages in different 
polarization states to release functional MSC chemokines and mainly anabolic factors. Low-serum 
conditioned medium was collected from M0, M1 and M2a U937 macrophages previously 
differentiated with phorbol myristate acetate (PMA) and exposed or not for 24 h to chitosan 
microparticles (80% degree of deacetylation, DDA, 130 kDa). Chitosan particles were highly 
phagocytosed. Chitosan enhanced anabolic factor release from M0 and M2a macrophages (MCP-
1, IP-10, MIP-1beta, IL-1ra, IL-10, PDGF), and IL-1beta release, with 25- to 400-fold excess IL-
1ra over IL-1beta. In M1 macrophages, chitosan enhanced IL-1beta without enhancing or 
suppressing inflammatory factor release (IL-6, IP-10, IL-8). M0 and M2a macrophages, with or 
without chitosan stimulation, produced conditioned medium that promoted 2-fold more MSC 
chemotaxis than low-serum control medium, while M1-conditioned medium failed to induce MSC 
chemotaxis. Acetylated chitosan induced U937 macrophages to release IL-1ra without STAT-6 
activation, and also induced a delayed STAT-1 activation/IP-10 release response that was not 
observed using non-biodegradable chitosan (98% DDA, 130 kDa). In primary human 
macrophages, acetylated chitosan enhanced IL-1ra release without inducing IL-1beta, and required 
PMA priming to elicit STAT-1 activation and IP-10 release. We conclude that biodegradable 
chitosan particles enhance M0 and M2a macrophage anabolic responses independent of the 
IL4/STAT-6 axis, by inducing excess IL-1ra over IL-1beta and more chemokine release, without 
altering their inherent capacity to attract MSC. 
Keywords: chitin/chitosan, macrophage, immunomodulation, inflammation, mesenchymal stem 
cells 
Running title: Chitosan stimulation of polarized human macrophages  
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Figure 4.1: Graphical Abstract 
  
59 
 
4.2 Introduction 
Bone marrow stimulation is an articular cartilage repair procedure that consists of introducing 
controlled fractures in the debrided subchondral bone plate to initiate bleeding and a spontaneous 
repair response (Hoemann, C. D. et al., 2010; Richter, 2009). This allows formation of a fibrin 
blood clot, which gradually transits to a granulation tissue, a favorable microenvironment to recruit 
multipotential mesenchymal stromal cells (MSC) to the injury site (Richter, 2009). Because the 
repair tissue obtained is often a fibrocartilaginous tissue that breaks down under load (Breinan, 
Martin, Hsu, & Spector, 2000), strategies are currently needed that suppress fibrocartilage and elicit 
stem cells capable of forming a more hyaline and biomechanically stable tissue. 
It was previously shown that biodegradable chitosan mixed into whole blood clot implants can 
increase the attraction of MSC to marrow stimulation defects and elicit a more hyaline cartilage 
repair compared to marrow stimulation alone (Chevrier, A. et al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 
2005). Chitosan represents a family of linear polysaccharides containing glucosamine and variable 
levels of N-acetyl glucosamine (GlcNA). The polymer is biodegradable when the N-acetyl 
glucosamine content is at least 15%, which corresponds to a maximum degree of deacetylation 
(DDA) of 85% (Tomihata & Ikada, 1997). In animal subchondral bone fracture models, fractures 
treated with biodegradable chitosan implant develop granulation tissues containing more 
alternatively activated arginase-1 + macrophages (Hoemann, C. D. et al., 2010), and this acute 
inflammatory response is followed by enhanced MSC chemotaxis compared to untreated fractures 
(Chevrier, A. et al., 2007). In vitro, at cytocompatible concentrations (⩽100 μg ml−1), 80–92% 
DDA chitosan stimulates macrophages to release anabolic cytokines and a host of factors known 
to attract MSC, including interleukin-10 (IL-10) (Oliveira et al., 2012), platelet-derived growth 
factor (PDGF), transforming growth factor-beta (Oliveira et al., 2012; Ueno et al., 2001), MCP-1 
(CCL2), MIP-1α (CCL3) and MIP-1β (CCL4) (Guzman-Morales et al., 2011), with only minor 
release of catabolic factors such as IL-1β (Bueter et al., 2011; Guzman-Morales et al., 2011; 
Oliveira et al., 2012). In sum, these data suggest that chitosan can be used to stimulate macrophages 
to release chemotactic factors that guide MSC to subchondral bone wounds. 
Macrophages have significant functional roles during osteochondral repair (Alexander et al., 2011; 
Fahy et al., 2014; Hoemann, C. D. et al., 2010). Within fractures, macrophages are recruited during 
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the early inflammatory phase and persist throughout the repair process (Alexander et al., 2011). In 
addition to being recruited to the osteochondral defect following marrow stimulation (Hoemann, 
C. D. et al., 2010), they are also present in the joint within the synovial membrane and can have 
direct impacts on MSC chondrogenesis (Fahy et al., 2014). To support the multiple events 
occurring during wound repair, macrophages polarize towards distinct phenotypes that are induced 
by environmental cues (Mosser & Edwards, 2008). In vitro exposure to interferon gamma (IFN-γ) 
and lipopolysaccharide (LPS) polarizes macrophages towards a classically activated M1 phenotype 
marked by the release of catabolic, pro-inflammatory cytokines (IL-1β, IL-6 and tumor necrosis 
factor-α (TNF-α)) (Mantovani et al., 2004). When stimulated by IL-4, IL-10 or IL-13, macrophages 
are polarized to an alternatively activated M2 phenotype. M2 macrophages release lower levels of 
pro-inflammatory factors, and secrete high levels of anti-inflammatory molecules (IL-1 receptor 
antagonist (IL-1ra) and IL-10) (Mantovani et al., 2004). In a muscle repair model, elicited 
macrophages were found to progressively adopt an M1 to an M2 phenotype over time and (Brown, 
Londono, et al., 2012), depending on their activation state, they release a spectrum of soluble 
mediators that directly influence mesenchymal progenitor recruitment (Anton et al., 2012; Brown, 
Londono, et al., 2012; Lolmede et al., 2009), proliferation or differentiation (Fahy et al., 2014; 
Freytes, Kang, Marcos-Campos, & Vunjak-Novakovic, 2013; Guihard et al., 2012; Nicolaidou et 
al., 2012; Omar et al., 2011). Therefore, a promising approach for osteochondral repair would be 
to stimulate differentially activated macrophages to secrete anabolic factors that promote stem cell 
attraction to the defect and preserve joint health. 
The purpose of this study was to investigate the effects of chitosan microparticles on differentially 
polarized macrophages. We hypothesized that biodegradable chitosan particles stimulate 
macrophages under different polarization states to release functional MSC chemotactic factors and 
more anabolic than catabolic factors. This study used an in vitro human U937 macrophage model 
exposed to Th1 or Th2 cytokines to reflect the different macrophage polarization states that may 
occur during the biomaterial clearance phase in vivo. The U937 cell line is widely used to study 
biomaterial–macrophage interactions (Matheson, Labow, & Santerre, 2002; McDade, Brennan-
Pierce, Ariganello, Labow, & Michael Lee, 2013). A cell line is needed to address multivariate 
research questions that require far more cells than the number of post-mitotic macrophages 
obtained from peripheral blood isolates. A cell line also generates more reproducible biological 
responses, which improves the power and affordability of a study analyzing many biomarkers. 
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U937 cells were differentiated into adherent macrophages with phorbol myristate acetate (PMA), 
and further polarized to an M1 or M2a phenotype using IFN-γ/LPS or IL-4, respectively, in the 
presence or absence of chitosan microparticles. Following polarization and chitosan stimulation, 
cells were washed and cultured in low-serum medium to generate macrophage-conditioned 
medium (CM), which was analyzed for soluble mediators and the ability to attract primary human 
MSC. Given that chitosan was found to induce the expression of factors whose promoters are under 
the control of signal transduction activator of transcription (STAT) factors, we analyzed the effects 
of chitosan DDA and molecular weight on STAT activation and chemokine release. Confirmatory 
experiments were carried out in chitosan-stimulated primary human monocyte-derived 
macrophages (MDM). 
4.3 Materials and methods 
Reagents 
RPMI 1640 (Catalog # 31800–089), Eagle’s α-minimal essential medium (α-MEM; Catalog # 
12000–014), CellTracker™ Green, Cell Mask™, Alexa Fluor 488 goat anti-mouse IgGs and 
Hoechst 33342 were purchased from Life Technologies (Burlington, ON, Canada). Lot-selected 
fetal bovine serum (FBS) was purchased from Atlanta Biologics (Atlanta, GA, USA). Recombinant 
human PDGF-BB, IL-4, IL-10, IFN-γ and enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) kits for 
IL-1β, interferon-inducible protein 10 (IP-10, CXCL10), MCP-1 and SDF-1α (CXCL12) were 
purchased from R&D Systems (Minneapolis, MN, USA). Bio-Plex multiplex bead assays were 
purchased from Bio-Rad (Hercules, CA, USA). Mouse monoclonal isotype control (phycoerythrin 
(PE)-conjugated, clone MOPC-21) and antibodies for CD80 (PE-conjugated, clone L307.4), CD86 
(unconjugated, clone FUN-1) and CD206 (unconjugated, clone 19.2) were purchased from BD 
Biosciences (Mississauga, ON, Canada). Rabbit polyclonal antibodies for phosphorylated STAT-
1 (Tyr701), STAT-1, phosphorylated STAT-6 (Tyr641), STAT-6, β-actin and horseradish 
peroxidase (HRP)-conjugated goat anti-rabbit secondary antibodies were purchased from New 
England Biolabs (Cell Signaling Technologies, Pickering, ON, Canada). Isotype mouse IgG1 
(Clone MOPC-1), green fluorescent latex beads (Product number L4655), LPS (from Salmonella 
typhosa) and all other chemicals were purchased from Sigma–Aldrich (Oakville, ON, Canada). 
Chitosan solution preparation and microparticle formation 
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Medical-grade chitosans (<500 endotoxin units EU g−1, protein content <0.2%, heavy metals 
<5 ppm) were provided by BioSyntech (now Piramal Healthcare, Laval, QC, Canada), including 
81.5% DDA, number-average molecular weight (Mn) = 132 kDa (80M) and 98% DDA, 
Mn = 128 Da (98M). An 81.9% DDA, Mn = 8.6 kDa (80–10K) chitosan was obtained through 
nitrous acid depolymerisation (Lavertu et al., 2006). 80M chitosan was labeled with rhodamine 
isothiocyanate (RITC) to 0.5% mol RITC per mol chitosan as previously described and lyophilized 
as a free base powder (Ma, L. M., Sun J. , Nguyen S., Buschmann MD. , Winnik F. and Hoemann 
CD, 2008). Chitosans were characterized for DDA, Mn and weight-average molecular weight (Mw) 
as previously described (Table 4.1) (Lavertu et al., 2003; Nguyen et al., 2009). Chitosans were 
solubilized at 5 mg ml−1 in dilute HCl (resulting in 90% protonation) and 0.22 μm filter-sterilized. 
The solutions were characterized for osmolality and pH, and stored as frozen aliquots at −80 °C 
until use (Table 4.1). During cell culture experiments, chitosan microparticles were formed by 
pipetting soluble chitosan below pH 6.0 into culture medium pH 7.2, forming particles with an 
average hydrodynamic radius of ∼0.5 μm (80M) to ∼1.4 μm (98M) (Hoemann, C. D. et al., 2013). 
Table 4.1: Chitosan solutions used in this study. 
Chitosan DDA (%) Mn (kDa) Mw (kDa) PDI Characteristics 
80M 81.5 132 268 2.02 
pH = 4.3  
Osm = 10 mOsm 
98M 98.5 128 187 1.46 
pH = 4.4  
Osm = 12 mOsm 
RITC-80M 80.6 144 187 1.30 
0.5% mol RITC per mol chitosan 
pH = 5.6  
Osm = 12 mOsm 
80–10K 81.9 8.6 13.4 1.56 
pH = 4.83  
Osm = 12 mOsm 
Cell culture 
U937 cells (ATCC # CRL-1593.2) were purchased from ATCC (Manassas, VA, USA) and 
maintained in RPMI 1640 supplemented with 10 mM HEPES, 25 mM glucose, 17 mM sodium 
bicarbonate, 1 mM sodium pyruvate and 10 vol.% FBS at 37 °C, 5% CO2, according to previous 
protocols (Ariganello, Labow, & Lee, 2009; Matheson et al., 2002). All experiments involving 
human subjects were carried out with institutionally approved protocols. Primary human bone-
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marrow-derived MSC were purchased from the Texas A&M Institute of Regenerative Medicine 
(Temple, TX, USA). MSC were obtained from iliac crest aspirates from healthy donors with 
informed consent (n = 5 (3 male, 2 female), 22–27 years old) and supplied in frozen vials at passage 
P2. P2 cells were characterized by the supplier as over 98% positive for multiple mesenchymal 
stem cell markers and less than 2% hematopoietic lineage markers using flow cytometry. MSC 
were used up to passage 4 and could commit to different mesenchymal lineages following 3 weeks’ 
culture in osteogenic or adipogenic differentiation medium (Figure 4.10). 
Macrophage differentiation, polarization, and chitosan stimulation to generate low-serum 
conditioned medium 
Differentiated U937 macrophages (D-U937) were obtained by chemical differentiation with 100 
nM PMA for 72 h in RPMI 1640 with 10% FBS in 12-well plates at a density of 5 × 105 cells cm−2, 
as described previously (Matheson et al., 2002). D-U937s were manually resuspended and reseeded 
at a density of 5 × 105 cells cm−2 in 24-well plates in RPMI 1640 with 10% FBS and 100 nM PMA, 
or RPMI 1640 with 10% FBS, 100 nM PMA and 20 ng ml−1 IFN-γ (M1 cells only) for 18 h, then 
exposed to polarization factors with and without 50 μg ml−1 chitosan microparticles for 24 h as 
shown in Table 4.2. More specifically, non-polarized control macrophages (M0) were maintained 
in RPMI 1640 with 10% FBS, 100 nM PMA with or without 50 μg ml−1 80M chitosan or 
50 μg ml−1 latex beads. For M1 polarization, IFN-γ-primed cells were further stimulated for 24 h 
with 100 ng ml−1 LPS with and without 50 μg ml−1 80M chitosan. For M2a macrophages, D-U937 
cells were treated for 24 h with 20 ng ml−1 IL-4 with and without 50 μg ml−1 80M chitosan. D-
U937 were also stimulated with 10 ng ml−1 IL-10 for 24 h, with and without 50 μg ml−1 80M 
chitosan. Following the treatments outlined above, cells were rinsed in serum-free RPMI and 
incubated in low-serum medium (RPMI 1640 with 0.5% FBS and 100 nM PMA) for 24 h to 
generate macrophage CM. Macrophage CM was centrifuged after each culture at 200 g for 10 min 
and stored at −80 °C until use (Table 4.2). 
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Table 4.2: Study design, U937 differentiation, polarization and conditioned medium generation. 
D-U937 state 
Macrophage 
differentiation 
Re-seed cells 
with PMA 
Polarization with 
PMA and 10% FBS 
Culture with PMA and 
0.5% FBS (conditioned 
medium) 
M0 PMA (72 h) 18 h ±80M chitosan (24 h) 24 h 
M0 + LB PMA (72 h) 18 h +Latex beads (24 h) 24 h 
M1 PMA (72 h) 
IFN-γ for 
18 h 
LPS ± 80M chitosan 
(24 h) 
24 h 
M2a PMA (72 h) 18 h 
IL-4 ± 80M chitosan 
(24 h) 
24 h 
M0IL-10 PMA (72 h) 18 h 
IL-10 ± 80M 
chitosan (24 h) 
24 h 
 
Analysis of D-U937 conditioned medium for cytokines and chemokines 
Macrophage CM was analyzed by Bio-Plex multiplex proteomic assay for IL-1ra, IL-6, MIP-1β, 
IL-8 (CXCL8), IL-10, PDGF-BB, VEGF and bFGF or TNF-α using a human 8-Plex custom assay 
with calibrated standard curves, according to the manufacturer’s instructions. Macrophage CM was 
also analyzed by sandwich ELISA using standard curves with recombinant protein for IL-1β, SDF-
1α, MCP-1 and IP-10. 
Analysis of macrophage cell surface markers by flow cytometry 
M0, M1, M2a or M0 + IL-10 macrophages (5 × 105 cells previously stimulated or not with chitosan 
for 24 h) were incubated with either Fc blocking reagent (eBiosciences, San Diego, CA, USA) 
followed by mouse monoclonal PE-anti-CD80 (5 μg ml−1) or PE-IgG isotype, or bovine serum 
albumin (BSA) block followed by anti-CD86 (2 μg ml−1), anti-CD206 (2 μg ml−1) or IgG isotype 
control antibodies at 4 °C for 30 min. For CD86 and CD206 staining, cells were incubated with 
Alexa Fluor 488 goat anti-mouse IgG at 4 °C for 30 min. Cells were analyzed using a MoFlo 
Cytometer (Cytomation, Denver, CO, USA). Results are presented as mean fluorescence intensity 
(MFI). 
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Cellular metabolic activity and analysis of cell viability 
D-U937 metabolic activity following 24 h of exposure to 80M chitosan in RPMI 1640 with 10% 
FBS and 100 nM PMA was evaluated through reduction of 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2, 5-
diphenyltetrazolium bromide) (MTT) to formazan. D-U937s were plated in 96-well plates at 
50,000 cells well−1 with increasing levels of 80M chitosan (0, 5, 50, 250 and 500 μg ml−1) for 24 h 
and exposed to MTT (500 μg ml−1) for 3 h at 37 °C. Formazan crystals were solubilized in 50 vol.% 
DMF/20 wt./vol.% SDS (Okamoto et al., 2002), and read at 550 nm (Tecan M200 Infinity plate 
reader, Tecan Systems, San Jose, CA, USA). 
Leakage of cytosolic lactate dehydrogenase (LDH) into polarized U937 macrophage 24 h low-
serum CM was quantified with a colorimetric assay (Cayman, Ann Arbor, MI, USA). A 100 μl 
volume of reagent was incubated with 100 μl of macrophage CM for 30 min at room temperature 
and the absorbance read at 490 nm against an LDH standard curve to determine LDH activity. 
Cytotoxicity is reported as the percentage of LDH leakage into CM = (LDH activity in low-serum 
CM)/(total LDH activity in the cell lysates and CM of M0 cells) × 100. 
Live cell confocal microscopy of fluorescent chitosan microparticle and latex bead 
phagocytosis 
D-U937 cells were cultured on tissue culture-treated plastic coverslips in medium with or without 
50 μg ml−1 RITC–chitosan particles for 24 h, then labeled with 0.4 μM CellTracker™ Green (live 
cell cytosol = green). Other cells were cultured with 50 μg ml−1 green fluorescent latex beads for 
24 h followed by Cell Mask™ (fluorescent plasma membrane stain). The medium was replaced 
with serum-free RPMI and live confocal imaging was performed as described previously (Guzman-
Morales et al., 2011). 
Human primary bone marrow MSC chemotaxis assays 
MSC cell migration assays were carried out in Transwell polycarbonate membrane inserts (8 μm 
pore, Corning, Cambridge, MA, USA). Sub-confluent MSC that had been starved of serum 
overnight (α-MEM supplemented with 0.5% FBS) were collected using controlled dissociation 
conditions and resuspended in serum-free α-MEM as described previously (Thibault, M. M. et al., 
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2007). Next, 50,000 cells were seeded in the upper chamber and allowed to migrate to the CM 
(600 μl) for 4 h at 37 °C and 5% CO2. Low-serum non-CM supplemented or not with 50 μg ml−1 
80M chitosan and serum-free RPMI served as negative controls and PDGF-BB (10 ng ml−1) served 
as a positive control. At the end of the assays, filters were rinsed in phosphate-buffered saline (PBS) 
and fixed in 1 vol.% glutaraldehyde in PBS. Both migrated and unmigrated cell nuclei were stained 
with 1 μg ml−1 Hoechst 33342 in PBS. Unmigrated cells left in the upper chamber of the inserts 
were removed with a cotton tip. Images from six random microscope fields (770 μm × 1030 μm) 
were taken and Hoechst-stained nuclei of migrated cells were counted using Image J (NIH, 
Bethesda, MD, USA). Results were averaged and expressed as total migrated cells for each 
migration chamber. Migration assays were performed using MSC from four separate human 
donors, with two or three distinct assays per donor (n = 11 for each test condition). 
Western blot analyses of phosphorylation state of STAT-1 and STAT-6 
D-U937 macrophages were stimulated with 50 μg ml−1 80M chitosan, 98M chitosan or 80–10K 
chitosan for specific intervals between 15 min and 24 h. At the end of each stimulation period, cells 
were washed in cold PBS and lysed in the presence of protease inhibitors for 20 min on ice. Next, 
50 μg of protein was separated by sodium dodecyl sulfate–polyacrylamide gel electrophoresis and 
transferred to PVDF membranes (Millipore, Billerica, MA, USA). Membranes were blocked for 
1 h in 5% BSA in Tris-buffered saline with Tween-20 and probed overnight at 4 °C with primary 
antibodies. HRP-conjugated secondary antibodies were used for band detection using a 
chemiluminescent system (ECL-plus, GE Healthcare, Baie d’Urfe, QC, Canada). Band 
densitometry was carried out using Image J. 
Human monocyte-derived macrophage cultures 
Monocytes were isolated from peripheral whole blood of five healthy volunteers with informed 
consent and approved protocols, as described previously (Ariganello et al., 2011). Whole blood 
was layered over Ficoll Histopaque 1077 and centrifuged for 30 min at 800 g. Mononuclear cells 
from the buffy coat were collected and transferred to a separate tube. After washes in RPMI 
containing ethylenediaminetetraacetic acid and FBS, cells were seeded in 12-well plates at a 
concentration of 6 × 106 cells ml−1. Cells were cultured for 14 days in RPMI 1640 supplemented 
with 10% FBS, 0.68 mM l-glutamine, 100 units ml−1 penicillin and 100 μg ml−1 streptomycin 
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(Ariganello et al., 2011). Culture medium was replaced 2, 24 and 48 h after initial seeding, then 
replaced every 2 days. On day 14, plastic-adherent MDMs were collected and seeded at 5 × 105 
cells per well in 24-well plates. Two hours after seeding, the medium was replaced with fresh 
culture medium supplemented or not with 100 nM PMA and cells were incubated overnight. The 
next day, MDMs were stimulated with IFN-γ (20 ng ml−1), IL-4 (20 ng ml−1) or 80M chitosan (5 
or 50 μg ml−1) in the presence or absence of 100 nM PMA for 24 h. MDM medium was collected 
and analyzed for IL-1ra, IL-1β and IP-10 by ELISA. Cell lysates were collected and analyzed for 
STAT-1 phosphorylation. 
Statistical analysis 
Data are shown as the mean ± standard deviation. Statistical analyses were performed using 
Statistica (Statsoft, Tulsa, OK, USA). The General Linear Model (GLM) with Fisher’s Least 
Significant Difference (LSD) post hoc analysis was used to determine differences in 
cytokine/chemokine release, MSC migration, LDH leakage, metabolic activity and STAT-1 band 
density, upon treatment with polarization factors, 80M chitosan, 98M chitosan, latex beads or 
PDGF, using treatment condition as a between-factor categorical predictor. Factorial analysis of 
the variance of the mean with Fisher’s LSD post hoc analysis was also used to determine the effect 
of polarization state and chitosan on the ability of macrophage CM to attract MSC, using 
polarization condition (non-CM, M0, M1, M2a, M0IL-10) and chitosan (yes/no) as categorical 
predictors. Significance was set at p < 0.05. 
4.4 Results 
D-U937 macrophages phagocytose chitosan particles and maintain viability in low-serum 
medium 
D-U937 macrophages readily internalized 80M chitosan particles and latex beads during 24 h of 
culture in high-serum medium (Figure 4.2A–C). Treatment of D-U937 for 24 h with chitosan 
particles over a range of concentrations in high-serum medium had no specific effect on cell 
metabolism compared to control D-U937 cells (Figure 4.2D). After rinsing away chitosan and 
polarization factors, chitosan-treated and M1 macrophages showed a ∼12% increase in LDH 
leakage to low-serum conditioned medium relative to M0 macrophages (Figure 4.2E). These data 
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revealed a slight cytotoxicity of the chitosan and M1 polarization conditions, and demonstrated 
that over 80% of the cells remained viable in all conditions after 24 h of culture in low-serum 
medium collected for proteomics and MSC migration assays. 
 
 
Figure 4.2: Macrophage interaction with latex beads or RITC-labeled chitosan particles observed 
by 2-D confocal microscopy images through the cell body, and by cell metabolism/necrosis assays. 
(A) D-U937 macrophage cytosol was stained with CellTracker™ (green). (B) D-U937 macrophage 
phagocytosis of RITC-labeled chitosan (red) after 24 h exposure at 50 μg ml−1 and cell cytosol 
staining with CellTracker™ (green). Open arrowheads show extracellular chitosan particles, 
arrows show internalized chitosan particles. (C) D-U937 macrophage phagocytosis of fluorescent 
latex beads (pseudo-red colored, yellow arrows) after 24 h exposure at 50 μg ml−1 and plasma 
membrane stained with red CellMask™ (pseudo-green colored). (D) Cellular metabolic activity in 
M0 macrophages stimulated with increasing doses (5–500 μg ml−1) of chitosan for 24 h with 10% 
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serum measured through reduction of MTT. (E) LDH leakage from polarized macrophages 
cultured in low-serum medium after treatment or not with chitosan (50 μg ml−1). (A–C) Scale 
bar = 10 μm. Data shown as mean ± SD. Brackets show statistically significant differences 
between chitosan-treated cells and matching controls. ∗p < 0.05, ∗∗p < 0.01. 
Polarized macrophages treated with chitosan release specific soluble mediators 
According to the profile of soluble factors present in CM, D-U937 cells were successfully polarized 
to M1 and M2a phenotypes, while the M2c-inducing factor IL-10 (at 10 ng ml−1) showed no 
changes in CM compared to M0, and is referred to henceforward as M0IL-10. M0 and M0IL-10 
macrophages secreted high levels of MCP-1, VEGF and IL-8 (6–20 ng ml−1), moderate levels of 
IL-1ra, MIP-1β and TNF-alpha (⩽1 ng ml−1) and low levels of other factors tested (IP-10, IL-6, 
IL-10, PDGF-BB, <0.05 ng ml−1; Figure 4.3). SDF-1α and bFGF were not detected in D-U937 
macrophage CM (Figure 4.3L and data not shown). The principle effect of 80M chitosan on M0 
macrophages was a small increase in IL-1β and IL-6 (Figure 4.3A and C), an even higher release 
of IL-1ra (Figure 4.3G) and a dramatic increase in the release of chemokines (IP-10, MIP-1β, MCP-
1; Figure 4.3). 
M1 macrophage CM contained higher levels of pro-inflammatory factors (IL-1β, IL-6, IL-8, IP-
10, MIP-1β; Figure 4.3A–E) and lower levels of VEGF and MCP-1 compared to CM from M0, 
M2a and M0IL-10 (Figure 4.3J and K). M1 macrophages released more TNF-α than M2a cells, but 
less than M0 cells (Figure 4.3F). In M1 macrophages, 80M chitosan stimulated IL-1β release 
without enhancing or suppressing other pro-inflammatory factors (Figure 4.3A). 
M2a macrophages released the highest levels of anti-inflammatory factors, showing a 2- to 4-fold 
increase in IL-1ra and IL-10 over M0 macrophages, and a slight increase in low-level PDGF-BB 
(Figure 4.3G–I). The dominant effect of chitosan on M2a cells was a 1.5- to 4-fold increase in the 
release of anti-inflammatory factors IL-1ra, IL-10 and PDGF-BB (Figure 4.3G–I) and MIP-1β 
(Figure 4.3E), and a low-level increase in IP-10 and TNF-α (Figure 4.3B and F) without inducing 
IL-1β (Figure 4.3A). IL-8 and VEGF were not altered by chitosan stimulation. Phagocytosis of 
latex beads failed to stimulate the release of those factors up-regulated by chitosan (Figure 4.3). 
Altogether, these data showed that 80M chitosan specifically stimulated a net anabolic factor 
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response from M0 and M2a U937 macrophages, and enhanced inflammatory cytokine IL-1β 
release from M1 cells. 
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Figure 4.3: Release of pro- and anti-inflammatory cytokines and chemokines by differentially 
polarized D-U937 macrophages without (white bars) or with 80M chitosan particles stimulation 
(grey bars). The phagocytosis control was M0 macrophages stimulated with latex beads (black 
bar). M1-polarized macrophages secreted higher levels of (A) IL-1β, (B) IP-10, (C) IL-6, (D) IL-
8, (E) MIP-1β and (F) TNF-α than M2a macrophages. M2a macrophages released higher average 
levels of (G) IL-1ra and (I) PDGF-BB compared to M0 and M1 cells. Chitosan induced cells to 
release (A) IL-1β, anti-inflammatory factors (G) IL-1ra and (H) IL-10, and chemokines (B) IP-10, 
(E) MIP-1β and (K) MCP-1. (L) SDF-1α was secreted by human MSC but not D-U937 cells. Data 
shown as mean ± SD, for n = 3 to n = 6 independent cultures, as indicated. Brackets show 
statistically significant differences between chitosan-treated cells and matching controls. ∗p < 0.05, 
∗∗p < 0.01, ∗∗∗p < 0.001. 
Expression of cell surface markers in polarized macrophage by flow cytometry 
CD86, a suggested marker for M1 polarization (Fahy et al., 2014; Fearing & Van Dyke, 2014), was 
up-regulated on the surface of live U937 cells under M1 and M2a polarization conditions relative 
to M0 macrophages (Figure 4.4A and B). Chitosan had no effect on CD86 surface expression levels 
in U937 cells. CD80, another traditional marker of M1 polarization in primary macrophages 
(Ambarus et al., 2012), was not detected on the surface of D-U937 macrophages under any 
condition (Figure 4.4C), although surface CD80 epitope was readily detected in positive control 
Raji cells (Figure 4.4D). CD206, the mannose receptor and accepted marker of alternative 
activation (Ambarus et al., 2012; Martinez et al., 2006), was enhanced by IL-4 stimulation of 
human primary MDMs (Figure 4.4F), but not detected at the surface of D-U937 macrophages or 
IL-4-treated U937 cells (Figure 4.4E). These data suggested that several markers frequently used 
to discriminate M1, M2a and M0 primary macrophage populations in vitro are either not expressed 
on the U937 cell surface or not regulated the same way. 
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Figure 4.4: Cell surface analysis of CD86, CD80 and CD206 in polarized D-U937 macrophages. 
Representative histograms from M0, M1 and M2a D-U937 macrophages (no chitosan) stained with 
(A) anti-CD86, (C) anti-CD80 or (E) anti-CD206. (B) Mean fluorescence intensity from 
CD86 + cells in polarized D-U937 macrophages. Representative histograms from (D) Raji cells 
stained with anti-CD80 and (F) primary MDMs unstimulated or stimulated with 20 ng ml−1 IL-4 
for 2 days and stained with anti-CD206. Shaded histograms show cells stained with respective 
primary antibodies whereas clear histograms show cells stained with isotype control. Data shown 
as mean ± SD. ∗p < 0.05 vs. M0. 
Effect of chitosan and macrophage polarization state on human MSC migration to 
macrophage-CM 
An equal starting number of 50,000 MSC was used to test the chemotactic activity of macrophage 
CM (top panels, Figure 4.5A). After 4 h of chemotaxis, an average 4700 MSC migrated to the 
baseline negative controls, non-CM containing 0.5% serum and 100 nM PMA (with or without 
chitosan). 80M chitosan had no influence on MSC migration to non-CM (Figure 4.5B). As 
expected, fewer MSC migrated to serum-free medium – on average, 2800 MSC (p < 0.05 vs. non-
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CM; Figure 4.5B). The positive control PDGF-BB was the most potent MSC chemoattractant, with 
2.5-fold higher cell migration vs. non-CM (p < 0.001; Figure 4.5). 
Macrophage polarization state had a highly significant influence on MSC migration. M0, M2a and 
M0IL-10 macrophage CM, with and without 80M chitosan stimulation, reproducibly attracted ∼1.7-
fold more MSC than non-CM with and without chitosan (p < 0.001; Figure 4.5B). By contrast, 
MSC migration to M1 macrophage CM, with or without chitosan, was significantly depressed 
relative to all other macrophage-CM, with or without chitosan (p < 0.001; Figure 4.5B). M1 CM 
without chitosan elicited fewer MSC than the non-CM (p < 0.05; Figure 4.5B). Depressed MSC 
migration to M1 CM was not explained by cytotoxic effects of M1 medium on MSC, as MSC 
metabolic activity was similarly maintained during 24 h of exposure to macrophage CM in all 
polarization states (Figure 4.11). 
 
Figure 4.5: Human MSC migration to low-serum D-U937 macrophage-CM in different 
polarization states with and without 80M chitosan stimulation. (A) Representative images of 
Transwell migration assays at 4 h post-migration. The top panels show both unmigrated and 
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migrated Hoechst-stained cell nuclei. The bottom panels show migrated cell nuclei. (B) Average 
cell migration to different test media, as indicated after 4 h in vitro (n = 11 from four different MSC 
donors migrated to CM generated on two or three different occasions). Data shown as mean ± SD. 
Horizontal lines (empty triangle) indicate statistical differences between M0, M2a and M0IL-10 
CM (±80M chitosan) vs. non-CM 0.5% serum (black triangle) or vs. M1 CM (±80M chitosan) 
(black triangle). Symbols (#, a, b and c) indicate significant differences between individual test 
conditions. 
Chitosan induces delayed STAT-1 activation and IP-10 release through DDA-dependent 
pathways 
At relatively low dosages (5 and 50 μg ml−1), 80M chitosan stimulated D-U937 macrophages to 
release high levels of both IP-10 and IL-1ra (Figure 4.3 and 4.12). Interestingly, both IP-10 and IL-
1ra are factors under the transcriptional control of the JAK/STAT pathway; IP-10 expression can 
be induced by the IFN-γ/STAT-1 axis, and IL-1ra expression can be driven by the IL-4/STAT-6 
axis (Ohmori, Smith, & Hamilton, 1996; Ramana et al., 2002). Therefore, we tested the hypothesis 
that chitosan induces the phosphorylation of STAT-1 and STAT-6 in D-U937 macrophages. A 
time-frame from 15 min to 24 h post-chitosan stimulation was assayed to cover the potential 
response to phagocytosis and induction of autocrine factors. IFN-γ induced strong acute 
phosphorylation of STAT-1 while IL-4 induced strong acute STAT-6 phosphorylation, and these 
factors remained phosphorylated up to 24 h (Figure 4.6). Delayed STAT-1 phosphorylation by 
80M chitosan was observed at 24 h post-stimulation (Figure 4.6A). No phosphorylated forms of 
STAT-6 were detected in chitosan-treated macrophages at any time point (Figure 4.6B). 
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Figure 4.6: Effect of chitosan particles on phosphorylation of (A) STAT-1 and (B) STAT-6 in D-
U937. Cells were stimulated with 80M chitosan particles for different time intervals (15 and 
60 min, 6 and 24 h). Cell extracts were analyzed for phosphorylation of STAT-1 and STAT-6 by 
Western blot using antibodies that recognize non-phosphorylated and phosphorylated forms of the 
proteins (pSTAT-1 and pSTAT-6). IFN-γ and IL-4 were used as positive controls for STAT-1 and 
STAT-6 phosphorylation, respectively. Data are representative of four independent experiments. 
To test the role of chitosan acetylation level in the STAT-1 and IP-10 response, D-U937 were 
stimulated with 50 μg ml−1 chitosans at 80% DDA (80M, 130 kDa) vs. 98% DDA (98M, 130 kDa) 
and the response was analyzed over time. 80M chitosan induced STAT-1 phosphorylation starting 
at 10 h for up to 24 h (Figure 4.7A), while 98M chitosan induced only weak levels of STAT-1 
phosphorylation after 24 h. At 24 h post-stimulation, 80M, but not 98M chitosan-treated 
macrophages showed an 80-fold increase in IP-10 release into medium compared to unstimulated 
cultures (Figure 4.7B). The failure of 98M chitosan to induce STAT-1/IP-10 was not due to 
cytotoxicity, because the same minor LDH leakage was seen from M0 cells treated by 98M and 
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80M chitosan (Figure 4.7C). Ultralow molecular weight chitosan (80% DDA, 10 kDa: 80–10K) 
and higher molecular weight chitosan (80M) induced the same delayed STAT-1 phosphorylation 
10 h post-stimulation, and similar kinetics of IP-10 release at 24 h (Figure 4.8A and B), compared 
to IFN-γ-induced STAT-1 phosphorylation at 15 min and IP-10 secretion at 10 h (Figure 4.8C). 
 
Figure 4.7: Chitosan GlcNA content is critical for STAT-1 activation and IP-10 release without 
influencing cytocompatibility. (A) Cell lysates from 81.5% DDA (80M) or 98% DDA (98M) 
chitosan–stimulated cells were analyzed for STAT-1 phosphorylation. (B) Time course of IP-10 
release by D-U937 macrophages stimulated with 80M or 98M chitosan evaluated by ELISA. IFN-
γ served as a positive control for STAT-1 activation. (C) Release of LDH in M0 D-U937 
supernatants treated or not with 80M or 98M chitosan (50 μg ml−1). ∗∗∗p < 0.001, 80M or 98M 
chitosan vs. no chitosan. Data shown as mean ± SD. 
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Figure 4.8: Small molecular weight 80% DDA chitosan fragments induce the same delayed 
activation of STAT-1 and IP-10 release in D-U937 macrophages as 130 kDa 80% DDA chitosan. 
(A) Cell lysates from D-U937 stimulated with IFN-γ or chitosans with high (80M) or low (80–
10K) molecular weight for 6, 10 and 24 h were analyzed for STAT-1 phosphorylation. Time course 
of IP-10 release by macrophages stimulated with (B) 80M, 80–10K and (C) IFN-γ stimulated 
macrophages evaluated by ELISA. Data shown as mean ± SD. 
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Chitosan-mediated IP-10, IL-1β, and IL-1ra responses in primary human macrophages are 
influenced by PMA priming 
Release of IL-1ra and IP-10 are beneficial anabolic D-U937 responses to 80M chitosan. Therefore, 
the ability of 80M chitosan to elicit these responses in primary MDM cells was investigated. MDMs 
from five distinct donors secreted variable basal levels of IL-1ra (min–max: 0.49–7.2 ng ml−1) and 
IP-10 (min–max: 0.03–0.17 ng ml−1), and trace levels of IL-1β (⩽0.003 ng ml−1). MDM showed 
enhanced IL-1ra release after IL-4 stimulation (3-fold increase) and 80M chitosan stimulation (1.4-
fold increase, p < 0.05 vs. unstimulated control; Figure 4.9A), without changes in IL-1β release 
(Figure 4.9B). IFN-γ activated STAT-1 and enhanced IP-10 release by 2-fold; however, MDM 
cultures stimulated with 80M chitosan showed no increased STAT-1 activation or IP-10 release 
(Figure 4.9C–E). 
Because D-U937 cultures contained PMA, which has been shown to activate macrophages through 
protein kinase C (PKC) (McNally, Macewan, & Anderson, 2008), we also analyzed the response 
of MDM to PMA priming and 80M chitosan particles. PMA priming alone enhanced IL-1ra release 
by 2-fold relative to untreated MDM cultures (p < 0.05; Figure 4.9A), with insignificant increases 
in STAT-1 phosphorylation, IL-1β and IP-10 release (Figure 4.9B–E). 80M chitosan enhanced IL-
1ra release 1.5-fold in PMA-primed MDMs (p < 0.05 vs. MDM + PMA; Figure 4.9A) and 2.6-fold 
relative to MDM without PMA (p < 0.05, vs. MDM; Figure 4.9A). In PMA-primed MDMs, 
chitosan stimulated an average 1.7-fold increase in IL-1β release compared to MDMs treated with 
PMA-only, with high variation due to much higher IL-1β secretion by one donor following chitosan 
stimulation (15-fold increase), resulting in non-significant differences between chitosan-stimulated 
and control PMA-primed cells (Figure 4.9B). In the presence of PMA, chitosan stimulation 
enhanced STAT-1 phosphorylation in four out of five donors (Figure 4.9C and D), with a minor 
average increase in IP-10 release compared to cells treated with PMA-only (p = 0.074; Figure 
4.9E). Therefore, chitosan-mediated STAT-1 activation and IP-10 release in primary macrophages 
depend on PMA priming and show donor-to-donor variation in the amplitude of the response. 
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Figure 4.9: Effect of chitosan and PMA priming on primary MDM release of IL-1ra, IL-1β, IP-10 
and STAT-1 phosphorylation. Relative fold-increase compared to MDM (no PMA or chitosan), of 
(A) IL-1ra, (B) IL-1β by primary MDM stimulated for 24 h with 80M chitosan with and without 
PMA priming, as evaluated by ELISA, with IFN-γ and IL-4 as positive controls. (C) Cell extracts 
from macrophages stimulated for 24 h with 80M chitosan were analyzed for STAT-1 
phosphorylation. (D) Densitometric analysis of the ratio between phosphorylated and non-
phosphorylated STAT-1. (E) IP-10 release after 24 h of MDM stimulation by chitosan. Data shown 
as mean ± SD. 
4.5 Discussion 
To our knowledge, this study is the first to characterize the response of differentially polarized 
macrophages to chitosan microparticles at the molecular level in vitro. 80M chitosan selectively 
stimulated the release of factors according to the macrophage polarization state. The data confirmed 
the hypothesis that biodegradable chitosan particles stimulate the release of more chemokines and 
anti-inflammatory factors from M0 and M2a macrophages, but do not elicit these anabolic 
responses in M1 macrophages. Our data do not support the hypothesis that chitosan induces more 
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functional MSC chemotactic factor release from M0 and M2a macrophages; instead, our study 
shows that these cells already have an inherent capacity to attract bone-marrow-derived MSC. 
These results are consistent with previous studies showing that CM from M0 and M2 macrophages 
can attract mesenchymal progenitors from muscle and blood vessels (Brown, Londono, et al., 2012; 
Lolmede et al., 2009), whereas M1 macrophages polarized with IFN-γ and LPS suppress migration 
(Brown, Londono, et al., 2012). More importantly, our data provide new evidence explaining how 
biodegradable chitosan microparticles can be used to improve wound repair by recruiting more 
macrophages, which generate a more anabolic microenvironment for attracted MSC. 
This study used a U937 model, which permitted evaluation of macrophage responses to chitosan 
under a variety of conditions. Successful D-U937 polarization was mainly assessed by the profile 
of soluble factors released. The higher levels of IL-1β, IL-6, IL-8 and IP-10 – molecules associated 
with an M1 phenotype (Mantovani et al., 2004; Martinez et al., 2006) – in the M1 CM compared 
to the M0 and M2a CM confirm that U937 macrophages became activated to an M1 phenotype 
following IFN-γ/LPS stimulation. The M2a CM contained the highest levels of anti-inflammatory 
factors IL-1ra and IL-10, which is indicative of M2a polarization by IL-4 stimulation (Mantovani 
et al., 2004). However, we had no evidence that IL-10 stimulation at the dose used in this study led 
to M2c polarization. Our data indicate that D-U937 macrophages were differentially activated to 
release cytokines representative of M1 and M2a but not M2c phenotypes. 
One limitation of the U937 model is that the cytokine release profiles of the macrophage 
populations could not be correlated with the analysis of cell surface markers. CD86 has been 
suggested as a marker for M1 polarization, but this is under debate (Fahy et al., 2014; Fearing & 
Van Dyke, 2014; Mantovani et al., 2004). CD86 was up-regulated in both M1 and M2a D-U937s, 
and this corroborates previous findings suggesting it is not specific of M1 polarization (Ambarus 
et al., 2012). CD80 and CD206, respectively markers for M1 and M2 polarization (Ambarus et al., 
2012), were not detected on the surface of D-U937s. CCR7 and CD163, other recognized markers 
for macrophage polarization (Ambarus et al., 2012; Martinez et al., 2006), are not expressed in 
U937 cells either (Buechler et al., 2000; Ott et al., 2005). Therefore, we could not analyze the 
potential effect of chitosan on macrophage polarization surface marker profiles in U937 cells, as 
others have done previously with primary human and mouse macrophage models (Oliveira et al., 
2012; Vasconcelos et al., 2013). 
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The data from this study show that biodegradable chitosan particles can influence the 
microenvironment created by M0 and M2a macrophages by potentiating the release of mainly 
chemokines and anabolic factors. 80M chitosan did increase IL-1β release by M0 macrophages, 
but it also stimulated a 25- to 400-fold greater release of IL-1ra over IL-1β in M0 and M2a 
macrophages and further potentiated IL-10 release by M2a cells. This net anabolic effect was not 
observed in M1 macrophages, where chitosan did not suppress the release of pro-inflammatory 
factors induced by IFN-γ/LPS. Solely in M1 cells, chitosan stimulation induced a more catabolic 
response reflected by an increased release in IL-1β without any increases in IL-1ra. Interestingly, 
Bueter et al. reported that chitosan particles stimulate murine macrophages to release IL-1β, but 
only to high levels when primed by M1 activation signals (LPS) (Bueter et al., 2011; Bueter et al., 
2014); chitosan-induced IL-1β release in the presence of LPS was dose dependent and linked to 
smaller chitosan particles (Bueter et al., 2011). Macrophage responses to chitosan are clearly 
different in the presence of endotoxins and sensitive to how readily the material can be 
phagocytosed. Altogether, these data suggest that the macrophage polarization state directly 
dictates whether chitosan drives a more pro- or anti-inflammatory response. 
Although others have reported that biomaterial surfaces can promote macrophages to release IL-
1ra (Schutte, Parisi-Amon, & Reichert, 2009), this study demonstrates that chitosan particles can 
induce this response. The failure of 80M chitosan to activate STAT-6 indicates that chitosan 
induces IL-1ra through mechanisms independent of the IL-4/STAT-6 axis. Consistent with 
previous work (Daley, Brancato, Thomay, Reichner, & Albina, 2010), this indicates that IL-4 
promotes, but is not necessary to elicit, pro-wound healing responses in macrophages. Further, in 
primary human MDMs, 80M chitosan reproducibly enhanced IL-1ra release without increasing IL-
1β secretion, suggesting that chitosan likely stimulates IL-1ra independently of IL-1β paracrine 
signaling. 
This work reports the novel finding that biodegradable chitosan induces a delayed STAT-1 
activation and IP-10 release in human U937 macrophages. The delayed kinetics suggests that the 
response is mediated either by chitosan digestion or a chitosan-induced paracrine mediator. 
Because low molecular weight chitosan and 80M chitosan stimulated the same delayed STAT-1 
activation kinetics in D-U937 cells, our data suggest that chitosan most probably activates STAT-
1 in a paracrine/autocrine manner. Both biodegradable 80% DDA chitosans (10 and 130 kDa) 
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induced greater STAT-1 activation and IP-10 release than non-biodegradable, 98% DDA chitosan, 
indicating that this signaling pathway in macrophages is sensitive to chitosan polymeric GlcNA 
content. 
STAT-1 activation and IP-10 release induced by 80M chitosan were confirmed in primary MDMs, 
but were donor-specific and required the presence of PMA, a chemical activator of PKC signaling. 
PKC is activated by multiple agonists, including physiological macrophage differentiation agents 
(i.e. macrophage colony stimulating factor (CSF) and granulocyte macrophage CSF) (Hamilton, 
1997), and mediates multiple macrophage functions, including phagocytosis, differentiation and 
formation of foreign body giant multinucleated cells (McNally et al., 2008; Wang et al., 1997). Our 
data suggest that, in macrophages, chitosan-mediated STAT-1 activation and IP-10 release depend 
on physiological PKC agonists that are yet to be identified. It is unclear why chitosan and IFN-γ 
elicited a much attenuated IP-10 response in PMA-treated primary MDMs compared to D-U937 
macrophages (Figure 4.8B and C vs. Figure 4.9E). Either U937 macrophages are more responsive 
than primary MDMs to factors that induce STAT-1, and hence produce more IP-10 in response to 
these stimuli, or MDMs constitutively express higher levels of factors that attenuate IP-10 
expression, e.g. IL-10 (Tebo, Kim, Gao, Armstrong, & Hamilton, 1998). 
In chitosan-treated osteochondral defects, macrophages are highly attracted to the granulation 
tissue and are thought to play beneficial roles during clearance of the biomaterial (Hoemann, C. D. 
et al., 2010). Although the ability of M1 macrophages to elicit stem cells is currently under debate 
(Brown, Londono, et al., 2012; Lolmede et al., 2009), our data show that, with or without chitosan 
stimulation, macrophages secrete functional chemotactic factors for bone-marrow-derived MSC 
under M0 and M2a but not M1 polarization states. Chitosan stimulated M0 macrophages to release 
higher levels of MCP-1 and IP-10, factors previously reported to induce bone-marrow-derived 
MSC chemotaxis in vitro (Anton et al., 2012; Kalwitz et al., 2010), but did not increase net MSC 
chemotaxis. The M0 and M2a CM contained abundant levels of MCP-1 (above 20 ng ml−1), which 
exceeds the reported dose upon which purified MCP-1 induces MSC chemotaxis (5 ng ml−1) 
(Anton et al., 2012). At these relatively high levels, it is possible that MCP-1 already elicits its 
maximal chemotactic effect on MSC, rendering further release of this cytokine to have no 
supplemental effects on migration. 
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M1 macrophage CM inhibited MSC migration relative to non-CM, indicating that either these cells 
do not release chemotactic factors or they release factors that inhibit cell chemotaxis. 
Paradoxically, M1 CM contained the highest levels of IL-8 and IP-10, which in purified form 
stimulate MSC migration in vitro (Anton et al., 2012; Kalwitz et al., 2010; Ringe et al., 2007). 
MCP-1 was the only soluble factor investigated in this study that correlated approximately with 
the differential cell migration in the different conditions. However, M1 CM contained relatively 
high MCP-1 levels (>8 ng ml−1). Thus, the reduced MCP-1 alone is unlikely to account for the 
depressed MSC migration towards M1 macrophage CM. Altogether, the current results lead us to 
hypothesize that IFN-γ and LPS induce M1 macrophages to release factors that inhibit MSC 
recruitment. Inflammatory macrophages undeniably have important roles in fracture healing and 
MSC osteogenic differentiation (Alexander et al., 2011; Guihard et al., 2012; Omar et al., 2011). 
However, our data indicate that persisting M1 cells within osteochondral defects would impair 
MSC attraction and, despite their cellular plasticity (Mosser & Edwards, 2008), chitosan 
stimulation alone is not sufficient to skew the behavior of M1 macrophages into releasing 
functional MSC chemotactic factors. These data indicate that successful chitosan-mediated 
strategies to increase MSC attraction to healing osteochondral defects would depend on an 
increased attraction of M0 and M2a macrophages, but not M1 macrophages, to the granulation 
tissue during the biomaterial clearance and wound-resolution stage. 
Interestingly, this study identifies macrophage responses to chitosan, IL-1ra and IL-10 release by 
M0 and M2a macrophages, which can potentially improve cartilage repair. IL-1ra is a physiological 
inhibitor of IL-1β (Iqbal & Fleischmann, 2007), and IL-1β is identified as a major contributor to 
the development of osteoarthritis (Iqbal & Fleischmann, 2007). Therefore, excess IL-1ra over IL-
1β release by chitosan-stimulated macrophages could contribute to anabolic environments that help 
preserve the native cartilage structure during osteochondral repair. It is important to note that the 
present work focused specifically on the effects of chitosan microparticles on polarized 
macrophage behavior and their ability to attract bone-marrow-derived MSC. Neutrophils and mast 
cells are also involved in the host-response to chitosan (Barbosa, Amaral, Aguas, & Barbosa, 2010; 
Farrugia et al., 2014; Hoemann, C. D. et al., 2010; Lafantaisie-Favreau et al., 2013), and could 
produce changes to the local wound environment that would not be predicted in this monoculture 
model (Park, C. J. et al., 2009; Reese et al., 2007; Usami et al., 1998). Further work therefore needs 
to be conducted in order to understand how chitosan can stimulate macrophages and other innate 
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immune cells to not only guide MSC to wounds, but also provide recruited cells with the right 
molecular signals for successful osteochondral repair. 
4.6 Conclusions 
Chitosan stimulates anabolic responses in M0 and M2a but not M1 U937 macrophages, including 
increased IL-10 release and the release of excess IL-1ra over IL-1β through pathways independent 
of the IL-4/STAT-6 signalling axis. In primary MDMs, chitosan promotes IL-1ra secretion with 
only low IL-1β release, with or without PKC activation. Although 80% DDA chitosans induce 
delayed STAT-1 activation and the release of chemokine IP-10 in U937 macrophages, in MDMs, 
STAT-1 activation and IP-10 release by 80% DDA chitosan are dependent on PKC activation. 
Polarized D-U937 macrophages have a differential capacity to attract human bone-marrow-derived 
MSC in vitro: M0 and M2a macrophages, with or without chitosan stimulation, release soluble 
factors that attract MSC, whereas inflammatory M1 macrophage soluble factors are unable to 
attract MSC. Chitosan-induced STAT-1 activation and IP-10 release are DDA-dependent 
responses, indicating that macrophage activation and behaviour modulation can be controlled 
through chitosan GlcNA content. 
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4.10 Supplementary data 
 
Figure 4.10: Human primary bone-marrow-derived MSC demonstrate multilineage potential and 
can differentiate towards bone or fat when cultured in osteogenic and adipogenic media. MSC were 
cultured for 21 days in (A, B and C) control medium (16% FBS without stimuli), (D and E) 
osteogenic medium (16% FBS supplemented with 10 nM dexamethasone, 0.1 mM l-ascorbic acid 
and 5 mM β-glycerol phosphate) or (C and F) adipogenic medium (16% FBS supplemented with 
500 nM dexamethasone, 50 μm indomethacin and 500 nM isobutylmethylxanthine). Cells were 
then stained for (A and D) alkaline phosphatase activity, (B and E) Alizarin Red for calcium 
deposition or (C and F) Oil Red O for lipids. Scale bar = 50 μm. 
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Figure 4.11: Polarized D-U937 macrophage CM are not cytotoxic for MSC. MSC from two donors 
were incubated in polarized (M1, M2a and M2c) macrophage CM for 24 h and analyzed for 
metabolic activity using the Alamar Blue assay. Data shown as mean ± min–max. 
 
Figure 4.12: Release of IP-10 and IL-1ra by chitosan-stimulated D-U937 macrophages as a 
function of chitosan dose. M0 macrophages were stimulated with 5 or 50 μg ml−1 80M chitosan 
for 24 h. Macrophage CM were analyzed for (A) IP-10 and (B) IL-1ra by ELISA. Asterisks over 
error bars show significant differences between chitosan-treated cell and the untreated control. The 
bracket indicates a significant difference in IP-10 release for cells stimulated with chitosan at 5 vs. 
50 μg ml−1. Data shown as mean ± SD. ∗p < 0.05, ∗∗p < 0.01. 
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5.1 Summary 
Chitosan is a family of glucosamine and N-acetyl glucosamine polysaccharides with poorly 
understood immune modulating properties. Here, we report the generation of a novel library of 20 
chitosans with controlled degree of deacetylation (60 to 98%DDA), molecular weight (1 to >100 
kDa), and acetylation pattern (block vs. random). Specific chitosan preparations (10 or 190 kDa 
80% block DDA and 3, 5, or 10 kDa 98% DDA) either induced macrophages to release CXCL10 
and IL-1ra at doses of 5 to 50 µg/mL, or activated the inflammasome to release IL-1β and PGE2 at 
50 to 150 µg/mL. Chitosan induction of these factors required lysosomal acidification. CXCL10 
release was preceded by lysosomal rupture, co-localization of galectin-3 with chitosan, slowed 
autophagy flux, and STAT2/IFN- paracrine activity that could be suppressed by PGE2. Chitosan 
induced a type I IFN paracrine response or inflammasome response depending on the extent of 
lysosomal rupture and cytosolic foreign body invasion.   
 
 
 
Keywords: Chitin/Chitosan, macrophage, immunomodulation, inflammasome, type 1 interferons 
Running title: Chitosan-induced macrophage Inflammasome vs type 1 Interferon. 
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Figure 5.1. Graphical abstract 
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5.2 Introduction 
 Chitosan represents a family of a linear polysaccharide of β-O-(1-4)-linked glucosamine 
(GlcN) with variable content of N-acetylglucosamine (GlcNAc). Chitosan is used in medical 
devices for hemostasis and regenerative medicine through mechanisms involving macrophage 
immune responses that have yet to be thoroughly elucidated (Hoemann, C. D. et al., 2010; Stanish 
et al., 2013; Wedmore, McManus, Pusateri, & Holcomb, 2006). To fully exploit the potential of 
this biomaterial polymer in regenerative medicine, its immunological properties should be 
thoroughly understood. Despite multiple studies that investigated macrophage responses to 
chitosan (Almeida et al., 2014; Bueter et al., 2011; Bueter et al., 2014; Fong, Ariganello, Girard-
Lauziere, & Hoemann, 2015; Gorzelanny et al., 2010; Gudmundsdottir et al., 2015; Guzman-
Morales et al., 2011; Hoemann, C. D. et al., 2010; Oliveira et al., 2012; Porporatto et al., 2003; 
Ueno et al., 2001; Vasconcelos et al., 2013), current models are unable to explain why a given 
chitosan may elicit pro- or anti-inflammatory responses in macrophages. For example, chitosan has 
been shown to be a potent activator of the inflammasome (Bueter et al., 2011; Bueter et al., 2014), 
and can promote the release of pro-inflammatory cytokines Interleukin-1β (IL-1β) (Bueter et al., 
2011; Bueter et al., 2014; Fong et al., 2015), Tumor Necrosis Factor-Alpha (TNF-α) and 
chemokines associated with M1 macrophage polarization (Fong et al., 2015; Guzman-Morales et 
al., 2011). Conversely, chitosan can also elicit anti-inflammatory M2 macrophages (Hoemann, C. 
D. et al., 2010; Vasconcelos et al., 2013), and stimulate the release of anti-inflammatory cytokines 
Interleukin-1 receptor antagonist (IL-1ra) and IL-10 (Fong et al., 2015; Oliveira et al., 2012). 
Others have also reported that certain types of chitosan are relatively immunologically inert 
(Gorzelanny et al., 2010; Gudmundsdottir et al., 2015). Across these studies, chitosans of varying 
origins, structural properties and purities were used. What is lacking at this time is a structure-
function model that can be used to predict macrophage responses to chitosan according to its 3 
main molecular characteristics: molecular weight, degree of deacetylation (DDA), and acetylation 
pattern. 
 Chitosan is produced by chemical deacetylation of chitin (GlcNAcβ1-4)n (Lamarque et al., 
2004a), leading to chitosan preparations with a GlcN content or DDA that ranges from 50 to 100%. 
In chitosans produced by this approach, the remaining GlcNAc residues are arranged in block, or 
clusters that are distributed heterogeneously along the chitosan chain (Varum, Anthonsen, 
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Grasdalen, & Smidsrod, 1991b). Chitosan may also be produced with a random, homogeneous 
distribution of GlcNAc residues by treating fully deacetylated chitosan (GlcNβ1-4)n, with acetic 
anhydride which reacetylates chitosan to specific DDA levels (Aiba, 1992; Lavertu et al., 2012). 
Chitosan can be also be depolymerized with nitrous acid to target molecular weights with 
acceptable polydispersity (PDI, weight-average molecular weight (Mw) / number-average 
molecular weight (Mn)) (Lavertu et al., 2006). These methods can be used to produce chitosans 
with controlled structural features.  
Previously, we showed that a 132 kDa 82% DDA, block-acetylated chitosan can induce 
M0, M1 and M2-polarized U937 human macrophages to release both pro-inflammatory cytokines 
(IL-1β, CXCL10), and higher levels of an anti-inflammatory cytokine IL-1ra (Fong et al., 2015). 
CXCL10 release was mediated by STAT-1 signaling and triggered in a delayed fashion by this 
partly-acetylated chitosan. By contrast, 128 kDa 98% DDA chitosan failed to induce CXCL10 
release for reasons that remain unclear (Fong et al., 2015). 80% DDA chitosan-enhanced IL-1ra 
release was shown to be independent of STAT-6 activation and IL-1β release, indicating that 
elevated production of this anti-inflammatory cytokine is mediated by a currently unknown 
signaling pathway (Fong et al., 2015). Altogether, these findings suggest that chitosan can activate 
partial M1 and M2 macrophage responses, raising the possibility that chitosan structural properties 
can be tailored to elicit specific anti-inflammatory cytokine responses such as IL-1ra release.  
 Several studies have compared macrophage responses to 2 or 3 chitosans with different 
DDA (Fong et al., 2015; Vasconcelos et al., 2013), or different molecular weight (Fong et al., 2015; 
Gudmundsdottir et al., 2015; Porporatto et al., 2003). A systematic and comprehensive study of 
pro- and anti-inflammatory macrophage responses to a library of chitosans with distinct DDA and 
a comprehensive range of molecular weights is currently lacking. In this work, we generated a 
library of twenty different chitosans, with DDAs of 60, 80 and 98%, discrete number-average 
molecular weights (Mn) of 1 to over 100 kDa, with block or random acetylation patterns. This 
library was used to identify the minimal structural properties required for chitosan to stimulate 
U937 macrophages to produce IL-1ra, CXCL10, IL-1β and Prostaglandin E2 (PGE2). We then 
investigated the cellular mechanisms that lead to distinct cytokine responses and identified 
lysosomal disruption and IFN-beta (IFN-β) as the paracrine signaling pathway responsible for 
enhanced release of IL-1ra and CXCL10.   
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5.3 Results 
Characterization of the chitosan library for structural features  
 Chitosan DDA was determined using the ratio of 1H NMR peaks for H1D (5.2 ppm) and 
HAc (2.3 ppm) as previously assigned (Figure 5.2) (Lavertu et al., 2003). In comparison to the high 
molecular weight chitosans, proton spectra of the low molecular weight chitosans (below 5 kDa) 
showed additional peaks that were attributed to either protons on the 2,5-anhydro-D-mannose (M-
unit) on the reducing end of the chitosan chain (3 peaks at 5.35, 4.5, 4.4 ppm) (Sugiyama et al., 
2001), or protons on a by-product of nitrous acid depolymerisation, hydroxymethyl furfural (HMF) 
(4 peaks at 9.7, 7.8, 6.9, 4.88 ppm) (Figure 5.2) (Tommeraas, Varum, Christensen, & Smidsrod, 
2001b). The library on average was within 1% (80%, 98%) or 5% (60%) of the target DDA. Gel 
permeation chromatography (GPC) analysis confirmed that the chitosan library was consistent with 
the target Mn, with a PDI ranging from 1.2 to 2.5 (Table 5.1). For simplicity, the chitosans used in 
this study were termed according to the nomenclature DDA-Mn-B (block-acetylated) or DDA-Mn-
R (random-acetylated) (Table 5.1). 
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Figure 5.2. Determination of chitosan DDA by H1 NMR. A) Chemical representation of the 
reducing end of a chitosan chain showing the N-acetyl glucosamine (GlcNAc), glucosamine 
(GlcN) and anhydro-mannose (M-unit) subunits. The structure of hydroxymethylfurfural (HMF) 
is shown as well. The protons present on the GlcN and GlcNAc subunits are labeled in black, and 
the protons present on the M-unit and HMF are labeled in orange and blue, respectively. B) H1 
NMR spectrum of the 98-110K, 98-1K, 60-140K-R and 60-1K-R chitosans. Peaks labeled in black 
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on the spectra are attributed to protons on the GlcNAc and GlcN subunits shown in A). Peaks 
labeled in orange or blue on the spectra are attributed to protons shown in A) on the M-unit or HMF 
molecule, respectively. The peak α4 is attributed to the proton of carbon 4 on the non-reducing end 
of the chitosan chain.  
 
Chitosan  DDA  (%)  M
n
  
(kDa)  
PDI 
98% DDA 
Chitosans 
98-110K  98  113  2.0 
98-10K  99  9  1.2 
98-5K  99  4  1.6 
98-3K  99  3  1.5 
98-1K  98  1  1.3 
 
80% DDA 
B-acetylated 
Chitosans 
80-190K-B  82  188  2.2 
80-10K-B  83  11  1.5 
80-5K-B  81  5  1.8 
80-3K-B  83  3  1.1 
80-1K-B  80  1  1.5 
 
80% DDA 
R-acetylated 
Chitosans 
80-140K-R  80  144  1.8 
80-10K-R  80  11  1.4 
80-5K-R  81  5  1.5 
80-3K-R  81  3  1.5 
80-1K-R  81  1  1.3 
 
60% DDA 
R-acetylated 
Chitosans 
60-140K-R  65  152  1.7 
60-10K-R  62  16  1.3 
60-5K-R  53  4  1.6 
60-3K-R  59  3  2.5 
60-1K-R  61  1  1.8 
Table 5.1. Properties of the chitosans generated and tested in this study.  
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IL-1ra/CXCL10 and PGE2/IL-1β release are differentially induced by 98% DDA and 80% 
DDA Block-acetylated chitosan in a dose-dependent manner. 
Using a 4-analyte factor array consisting in IL-1ra, CXCL10, IL-1β and PGE2, two 
mutually exclusive macrophage cytokine response patterns were observed depending on the 
chitosan and dose. At lower dose levels (5, 50 µg/mL), 10 to 190 kDa 80% DDA block and 3, 5, 
and 10 kDa 98% DDA chitosans induced CXCL10 and IL-1ra release (Figure 5.3A-B). 
Paradoxically, chitosan induction of CXCL10 and IL-1ra tapered off as the dose was increased. At 
the highest chitosan dose (150 µg/mL), all 98% DDA chitosans over 3 kDa induced inflammasome 
activation, which lead to increased IL-1β and PGE2 release (Fig. 5.3C-D). IL-1β and PGE2 release 
intensified as the molecular weight and dose of the >3 kDa 98% DDA chitosans increased (Figure 
5.3C-D). Random-acetylated chitosans and 1 kDa oligomers failed to induce any significant release 
of cytokines or PGE2 (Figure 5.3).  In control cultures, macrophages produced several orders of 
magnitude higher IL-1ra when stimulated by IL-4 or LPS compared to chitosan (Figure S5.7A). 
Only IFN- induced CXCL10, at 20-fold higher levels than the optimal dose of 98-10K chitosan 
(Figure 5.7B). Only LPS induced IL-1β and PGE2 (Figure 5.7C-D). These data showed that 
chitosan-induced cytokine responses were distinct from canonical cytokine and TLR-4 mediated 
endotoxin responses.  
The level of IL-1β released to the medium was found to correlate with Lactate 
dehydrogenase (LDH) leakage, with the 98% DDA chitosans above 3 kDa inducing the most cell 
death (Figure 5.8). Induction of IL-1β release, PGE2 generation, and LDH leakage correlated with 
chitosan tendency to precipitate and aggregate, as measured by turbidity at neutral pH (Figure 5.9). 
In summary, our 4-analyte factor array showed that a sub-set of structurally distinct 
chitosans can induce the release of two distinct cytokine signatures: one signature consisted of co-
induction of IL-1ra and CXCL10 at low chitosan doses (R2=0.72, p<0.000, Figure 5.10A), and the 
other cytokine signature consisted of inflammasome activation (IL-1β and PGE2 co-release; 
R2=0.93, p<0.000, Figure 5.10B) at high chitosan concentrations. 
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Figure 5.3. Release of (A) CXCL10, (B) Il-1ra, (C) IL-1β and (D) PGE2 from macrophages 
stimulated for 24 hours with the chitosan library. 98% DDA and 80% block-acetylated chitosans 
at low doses co-stimulated the release of (A) CXCL10 and (B) IL-1ra.98% DDA chitosans in a 
dose-dependent manner stimulated (C) IL-1β and (D) PGE2 release. Random-acetylated chitosans 
and block-acetylated oligomers 80-5K-B, 80-3K-B and 80-1K-B failed to stimulate cytokine 
release. Data show mean ± standard error mean for n=4 independent cultures. Significant 
differences between chitosan-treated cells and unstimulated cells (-): * p<0.05, ** p<0.01, *** 
p<0.001.   
Chitosan induces a type 1 IFN response to stimulate the release of IL-1ra and CXCL10. 
 We previously reported that 132 kDa 82% DDA, block-acetylated chitosan induced delayed 
STAT-1 phosphorylation and CXCL10 secretion in U937 macrophages starting at 10 hours post-
stimulation (Fong et al., 2015). In line with these observations, inhibition of translation or 
transcription prevented 80-190K-B chitosan from inducing STAT-1 phosphorylation (Figure 
5.11A), indicating that de novo gene expression was essential for the chitosan-induced STAT-
1/CXCL10 response. Both type II (IFN-) and type I IFN (IFN-) can induce STAT-1 factor 
activation leading to CXCL10 expression, however only IFN- can induce STAT-2 
phosphorylation (Platanias, 2005). Conditioned medium (CM) collected from U937 cells 
stimulated for 1 hour with 98-10K chitosan failed to induce STAT-1 or STAT-2 activation whereas 
24 hour-CM was able to specifically induce STAT-1 and STAT-2 phosphorylation in U937 cells, 
to a similar extent as CM from cells stimulated with IFN- (Figure 5.4A). Neutralization of IFN-
β, but not IFN-α with blocking antibodies suppressed the ability of the 98-10K chitosan to induce 
STAT-2 phosphorylation (Figure 5.4B-C), and to stimulate IL-1ra and CXCL10 release (Figure 
5.4D). Neutralization of IFN-α or IFN-β had no effect on IL-1β release (Figure 5.4D). These data 
demonstrated that IFN-is a paracrine factor induced by low doses of 98-10K chitosan that induces 
de novo STAT-1/STAT-2 activation and enhances CXCL10 and IL-1ra secretion.   
 It was previously reported that PGE2 can inhibit IFN-α/β secretion, suggesting that the 
inflammasome serves as a feedback loop to shut down the type I IFN response in infected cells 
(McNab et al., 2015).  However, to our knowledge, it has never been reported that a biomaterial 
can induce this same feedback loop. U937 cells challenged with both 98-10K chitosan and 
increasing doses of PGE2 showed that high doses of PGE2 attenuated the ability of 98-10K chitosan 
106 
 
to induce STAT-2 phosphorylation and IL-1ra production, and completely abrogated CXCL10 
production (Figure 5.4C-D). PGE2 showed biphasic effects on IL-1β release in chitosan-stimulated 
cells, where the lowest dose of PGE2 (0.1 µg/mL) potentiated IL-1β release, and the highest dose 
of PGE2 (10 µg/mL) suppressed the effects of chitosan on this cytokine (Figure 5.4D). Altogether, 
our data showed that chitosan elicited a type 1 IFN response by inducing IFN-β release, which was 
necessary and sufficient to induce CXCL10 and enhance IL-1ra production. Induction of the type 
1 IFN response was suppressed by PGE2 and mutually exclusive of chitosan-induced 
inflammasome activation. 
 
Figure 5.4. Chitosan induces a delayed type 1 IFN cytokine response that involves paracrine IFN-
β activity to stimulate IL-1ra and CXCL10 release. A) STAT-1 and STAT-2 western blots from 
lysates of U937 macrophages incubated for 1 hour with conditioned medium from other U937 
macrophages previously stimulated for 1 hour (1 hour-CM) or 24 hours (24 hour-CM) with 10 
ng/mL IFN-α, 20 ng/mL IFN-γ, 5 µg/mL 98-10K chitosan. B) pSTAT-2 western blots from 
macrophages stimulated for 24 hours with IFN-α, IFN-β or 5 µg/mL 98-10K chitosan in presence 
of neutralizing antibodies against IFN-α (Anti-IFN-α, 1 µg/mL) or IFN-β (Anti-IFN-β, 1 µg/mL). 
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C) pSTAT-2 western blots of macrophages stimulated for 24 hours with 5 µg/mL of 98-10K 
chitosan in presence of increasing doses of Anti-IFN-β or PGE2. D) IL-1ra, CXCL10 and IL-1β 
release from macrophages stimulated for 24 hours with 5 µg/mL of 98-10K chitosan in presence 
of increasing doses of Anti-IFN-β or PGE2. Panels D-F: Data show mean ± standard error mean. 
#: p<0.01 between non-stimulated cells and chitosan-stimulated cells alone; * p<0.05, *** p<0.001 
between IFN-β or PGE2 and 98-10K versus 98-10K alone.   
Lysosomal rupture is critical for chitosan-elicited type 1 IFN response and inflammasome 
activation 
 Recent work reported a linear relationship between IFN- production and early 
phagosomal rupture induced by Mycobacterium tuberculosis (Simeone et al., 2015). Others have 
also suggested lysosomal escape to be necessary for activation of the inflammasome by chitosan 
(Bueter et al., 2014). Some forms of chitosan were shown to escape the lysosome through a proton-
sponge effect where acidifying lysosomes induce protonation of the chitosan chains leading to an 
accumulation of mobile anions that results in an osmotic lysis (Thibault, M. et al., 2011). We 
therefore examined whether the chitosan-induced type 1 IFN response was dependent on lysosomal 
acidification.  Following stimulation with Rhodamine Isothiocyanate-conjugated 98-10K chitosan 
(98-10K-RITC), we found that inhibiting lysosomal acidification using chloroquine or bafilomycin 
prevented the cytosolic diffusion of RITC-chitosan, and instead, the RITC-chitosan was confined 
to intracellular and extracellular vesicles (Figure 5.5A). Furthermore, blockage of lysosomal 
acidification not only suppressed the effects of chitosan on inflammasome activation (IL-1β and 
PGE2, Figure 5.5B), it also suppressed the type 1 IFN cytokine response (IL-1ra and CXCL10, 
Figure 5.5B). Suppression of the type I IFN response to chitosan was more sensitive to bafilomycin 
which blocks the proton pump than chloroquine which impedes acidification through a buffering 
action (Fig. 5.4B). These findings altogether confirmed that functional lysosomes were required 
not only for chitosan to activate the inflammasome and drive IL-1β release, but also to trigger the 
type 1 IFN response that promotes IL-1ra and CXCL10 release.   
 Our findings suggested that lysosomal rupture induced by chitosan is an essential initiating 
event of the type I IFN response. Lysosomal rupture is expected to trigger an autophagy response 
which can be measured by increased expression of LC3-II, the lipidated form of LC3 associated 
with newly formed autophagosomes (Klionsky et al., 2008). We found that 98-10K chitosan 
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induced LC3-II expression relative to -actin in a dose-dependent manner (Figure 5.5C and 5.5D). 
However, autophagy is a dynamic process and increased LC3-II could be explained by a net 
increase in autophagosome formation, or to an inhibition in autophagy flux. Blockage of autophagy 
flux with bafilomycin or chloroquine led to LC3-II accumulation that was not further enhanced by 
increasing doses of chitosan (Figure 5.5C and 5.5D). These data refuted the hypothesis that 
chitosan induces a net increase in autophagosome formation. Instead, these data suggested that 
chitosan created defective lysosomes that were incapable of fusing with autophagosomes, which 
led to slowed autophagy flux and higher LC3-II levels in chitosan-treated cells.  
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Figure 5.5. Chitosan-induced cytokine responses are dependent on lysosomal acidification and are 
accompanied by slowed autophagy flux. A) Phase-contrast images of macrophages stimulated for 
18 hours with 5 µg/mL RITC-conjugated 98-10K chitosan in presence of 100 μM chloroquine or 
100 nMbafilomycin. Yellow arrows show cells where RITC-chitosan is diffused in the cytosol. 
Blue arrows show cells where RITC-chitosan is in intracellular vesicles. White arrowheads show 
chitosan-containing extracellular vesicles. B) IL-1ra, CXCL10 and IL-1β release from 
macrophages stimulated for 24 hours with 5 or 50 µg/mL 98-10K chitosan alone, or in presence of 
chloroquine or bafilomycin. C) LC3 western blots from macrophages stimulated with 5 or 50 
µg/mL 98-10K chitosan in presence of chloroquine or bafilomycin. D) Band densitometry showing 
LC3/β-Actin ratio of western blots shown in C). Scale bar = 10 μm. Data show mean ± standard 
error mean. Significant differences between chitosan-treated cells and unstimulated cells: * p<0.05, 
*** p<0.001.  
We next tested the hypothesis that lysosomal disruption is specific to chitosans that induce 
a type I IFN response.  Intact lysosome levels in U937 cells, as measured by fluorescence intensity 
of cells loaded with LysoTracker dye, were significantly decreased in macrophages stimulated with 
the 98-10K chitosan at a higher dose (50 µg/ml), but not with the 80-10K-R chitosan, a chitosan 
that failed to stimulate any cytokine responses (Figure 5.6A-B).   
To provide further evidence that chitosan 98-10K, but not 80-10K-R, induces lysosomal 
rupture, we looked at the distribution of galectin-3 in chitosan-stimulated macrophages. Galectin-
3 and galectin-8 have been identified as cytosolic lectins that can sense and target vesicles damaged 
by intracellular pathogens through the interaction with glycoproteins in lysosomes (Paz et al., 2010; 
Thurston et al., 2012). We hypothesized that galectin-3 colocalizes with the 98-10K-RITC 
chitosan, but not with the RITC-conjugated 80-10K-R (80-10K-R-RITC) chitosan, in a time-
dependent manner. In unstimulated cells, galectin-3 was diffuse in the cytosol (Figure 5.6C). We 
observed an accumulation of galectin-3 that colocalized with large punctated RITC-chitosan 
(Galectin-3/RITC-chitosan structures (GCS)) when macrophages were stimulated with the 98-
10K-RITC chitosan even at a lower dose (5µg/ml), but not with the 80-10K-R-RITC chitosan 
(Figure 5.6C-D). These data suggested that even at a lower dose, 98-10K-chitosan introduced some 
degree of lysosomal rupture, which was recognized by cytosolic galectin-3, but not detectable by 
the method using LysoTracker dye. Significant levels of GCS were observed at 10 and 18 hours 
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post-stimulation with the 98-10K chitosan (Fig. 5.6D). Formation of these GCS suggest that 98-
10K chitosan ruptured lysosomes (Figure 5.6C-D) likely through a proton sponge-dependent 
mechanism. Consistent with our previous observation suggesting that autophagosome 
accumulation was a result of chitosan-mediated lysosomal disruption (Figure 5.5C-D), we found 
that cells stimulated with the 98-10K-RITC , but not 80-10K-R-RITC, accumulated LC3 punctates 
that either remained in the cytosol (Figure 5.6E), or colocalized with GCS (Figure 5.12). This 
altogether indicates that the differential capacity of the chitosans to elicit a type 1 IFN response or 
activate the inflammasome depends on the severity of lysosomal disruption once internalized. 
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Figure 5.6. Chitosans that stimulate cytokine release induce lysosomal disruption, which leads to 
galectin-3 recruitment to chitosan-containing vesicles and slowed autophagy flux. A) Flow 
cytometry histograms of macrophages stained with LysoTracker after 24 hours of stimulation with 
2.5 mM LLoME (a lysosomal disrupting agent), 5 or 50 µg/mL 98-10K or 80-10K-R chitosan. B) 
LysoTracker mean fluorescence intensity of macrophages stimulated with the different conditions 
shown in A). C) Confocal microscopy image showing Galectin-3 (green) and RITC-chitosan (red) 
localization in cells stimulated with the 98-10K-RITC (5 µg/mL) or 80-10K-R-RITC (50 µg/mL) 
chitosan after 18 hours. White arrows indicate GCS. GCS were only detected when cells were 
stimulated with the 98-10K-RITC chitosan alone. D) Quantification of the number of GCS per 100 
nuclei after 6, 10 and 18 hours of stimulation. E) Confocal microscopy image showing Galectin-3 
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(green), RITC-chitosan, and LC3 (Grey) localization in cells stimulated with the 98-10K-RITC or 
80-10K-R-RITC chitosan after 18 hours. GCS and LC3 punctate formation were detected in cells 
stimulated with the 98-10K-RITC, but not the 80-10K-R-RITC chitosan. Data show mean ± 
standard error mean. Scale bar = 10 µm. Panel B) * p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001 vs non-
stimulated cells. Panel D) * p<0.05, ** p<0.01: 98-10K alone vs chitosan (80-10K-R or 98-10K) 
with Bafilomycin. 
5.4 Discussion 
This study reports that a narrow range of chitosans (3 to 10 kDa, 98% DDA; 10 to 190 kDa, 
80% DDA, block-acetylated) at low doses escape the lysosome and stimulate a delayed IFN- 
paracrine response leading to STAT-1 and STAT-2 phosphorylation, de novo CXCL10 expression, 
and enhanced IL-1ra production.  Our data suggest that the unique ability of selected chitosans at 
certain doses to induce this type 1 IFN response is related to their capacity to disrupt lysosomes as 
long as they do not induce significant inflammasome activation and cell death. Higher doses of 
chitosan, especially the 98% DDA chitosans that have greater neutral insolubility, were shown to 
induce inflammasome activation as marked by an IL-1β and PGE2 response. McNab et al. recently 
proposed a model whereby macrophage infection by intracellular pathogens induces IL-1ra 
production through a IFN-α/β response that can compete and suppress the inflammasome mediator 
IL-1β, until excessive inflammasome activation produces PGE2 release which suppresses IFN-α/β 
secretion (McNab et al., 2015). Here, we demonstrate that like intracellular pathogens, at the 
concentrations that activate the inflammasome, chitosan particles induced high levels of PGE2, 
which suppressed chitosan-mediated STAT-1/STAT-2 activation and CXCL10 release. Chitosan’s 
ability to induce the type 1 IFN response was influenced by DDA, molecular weight and level of 
GlcNAc clustering.  At 98% DDA, activation of the inflammasome was attenuated by decreasing 
molecular weight, which increases chitosan neutral-solubility and potentially limits the mass of 
chitosan internalized per phagosome. At 80% DDA, only the block-acetylated chitosans above 10 
kDa stimulated a type 1 IFN response also suggesting that part of the requirements for chitosan to 
induce type I IFNs may depend on a minimal quantity of glucosamine chains (i.e., 3000 Da of 
consecutive glucosamine monomers) and phagosomal uptake which then induces lysosomal 
rupture.  
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In this work, we show that chitosan-mediated type 1 IFN response and inflammasome 
activation were mutually exclusive. Although these cytokine responses have been described in 
separate reports (Bueter et al., 2011; Bueter et al., 2014; Carroll et al., 2016), our findings contribute 
significant insights on how these specific cytokine responses are linked, and more importantly how 
they are differentially elicited as a function of chitosan properties or dosage. This feature, which 
has not been thoroughly addressed previously, has important relevance for the use of chitosan as a 
vaccine adjuvant. Carroll et al. showed that 2-8 µg/mL of a partially characterized chitosan (75-
90% DDA, molecular weight 150-400 kDa) induces dendritic cells to release type 1 IFNs in vitro 
(Carroll et al., 2016). Consistent with this previous report, our findings suggest that this adjuvant 
effect is restricted to specific chitosans and doses, especially since type 1 IFN downstream cytokine 
responses (i.e. IL-1ra and CXCL10) were abrogated at higher chitosan doses, and led to significant 
cytotoxicity for some chitosans. Taken together, our work suggests that only selected chitosans 
with specific structural properties may serve as potent adjuvants. Data here also raise the caution 
that safety and effective desirable immunomodulatory effects of chitosan critically depend on its 
dose. 
Several studies have suggested that the use of chitosan to drive specific macrophage 
responses, such as M2 activation, could be beneficial for wound repair (Fong et al., 2015; 
Hoemann, C. D. et al., 2010; Oliveira et al., 2012; Vasconcelos et al., 2013). However, identifying 
which chitosans will lead to these responses has been a significant challenge due in most part to 
disparities in the properties and concentrations of the chitosans used across diverse studies. The 
results from the chitosan library generated in this study predict that chitosans that are chemically 
modified to have higher neutral-solubility (i.e. reacetylated chitosans, PEGylated chitosan), and 
the chitosans that induce strong PGE2 will have no capacity to induce CXCL10 and IL-1ra release. 
Our study further predicts that chitosans that are more insoluble, highly deacetylated, and have a 
particle size amenable to phagocytosis will have a greater capacity to activate the inflammasome. 
Although many other immunological read-outs need to be assessed to fully comprehend the 
immunomodulatory properties of chitosan, our findings bridge an important gap in the literature in 
identifying which chitosans will lead to inflammasome activation in macrophages, and which ones 
will not. 
Chitosan likely activates immune cells through multiple mechanisms that are mostly 
unknown. Currently, two mechanisms have been identified to be involved in chitosan-mediated 
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immune activation, the cGAS-STING/type 1 IFN pathway and NLRP3/inflammasome 
activation/IL-1β release (Bueter et al., 2011; Bueter et al., 2014; Carroll et al., 2016). We 
hypothesize that lysosomal rupture following chitosan phagocytosis is an essential initiating event 
that precedes both the cGAS-STING pathway and the inflammasome, and downstream cytokine 
responses. Firstly, our data show that the magnitude of the CXCL10 response correlated with a 
time-dependent increase in lysosomal disruption (Figure 5.5A, 5.6C-D) (Fong et al., 2015). 
Secondly, bafilomycin prevented chitosan at different doses from inducing CXCL10 (Figure 4B) 
or IL-1 release (Fig 5.5B) (Bueter, 2011). It was previously reported that a 75-90% DDA, 150-
400 kDa chitosan induces mitochondrial changes after 3 hours of stimulation followed by IFN-β 
release after 24 hours through a cGAS and STING-sensitive pathway (Carroll et al., 2016). 
However, the effect of bafilomycin was not investigated in this previous study. Our data show that 
agents that block lysosomal acidification are sufficient to prevent chitosan from inducing a type I 
IFN response.  It would be interesting to test whether bafilomycin can prevent chitosan from 
inducing early mitochondrial changes in macrophages. Our data are also consistent with the notion 
that the intensified release of IL-1ra by IFN-β can suppress low-level inflammasome induction of 
PGE2 (McNab et al., 2015). Conversely, chitosans that induce an overwhelming release of 
lysosomal content led to robust activation of the inflammasome and IL-1β secretion, which can 
out-compete extracellular IL-1ra leading to COX-2 activation, PGE2 generation, and suppress type 
1 IFN secretion (McNab et al., 2015). 
It is interesting to note that LC3-II co-localized with the GCS (Figure 5.12). During 
bacterial intracellular infection, galectin-3, 8 and 9 detect damaged vesicles by recognizing 
lysosomal glycans that are exposed to the cytosol and galectin-8 targets them for autophagy as a 
means to restrict pathogen proliferation following infection (Paz et al., 2010; Thurston et al., 2012). 
Our results suggest that galectin-3 can sense vesicles damaged by chitosan and also provide 
evidence that chitosan-disrupted lysosomes are targeted to autophagosomes.  
This study was conducted in a U937 macrophage model which is limited by prior exposure 
to PMA, which is known to enhance COX-2 expression and potentially induce type I but not type 
II IFN gene expression (Lu & Pitha, 2001; Medeiros, Peres-Buzalaf, Fortino Verdan, & Serezani, 
2012).  However, our findings are highly consistent, in terms of chitosan properties and 
concentration used, with previous findings by Bueter, Carroll, and respective colleagues who have 
reported the ability of chitosan to elicit type 1 IFN responses or activation the inflammasome in 
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primary macrophages or dendritic cells (Bueter et al., 2011; Bueter et al., 2014; Carroll et al., 2016). 
Furthermore, we previously showed that PMA-priming was necessary for chitosan (80% DDA, 
130 kDa, Block-acetylated) to induce CXCL10 expression in unpolarised human primary 
macrophages (Fong et al., 2015). Hence, it is possible that chitosan may only trigger a type I IFN 
response in vivo when phagocytosed by activated macrophages.  Primary dendritic cells produced 
in vitro by extended culture in GM-CSF were able to respond to a partly acetylated chitosan with 
IFN- release (Carroll et al., 2016). These data suggest that tissue niches where GM-CSF or other 
dendritic cell polarization factors are present will facilitate chitosan-induced type I IFN when 
chitosan is administered at the optimal structure and dose.  
We found that chitosan stimulates IL-1ra release through paracrine type 1 IFN activity. 
Although 80% DDA block acetylated chitosans were identified as effective adjuvants for vaccine 
therapy (Carroll et al., 2016; Jean et al., 2009), our work suggests that chitosan-mediated type 1 
IFN responses may have other important therapeutic benefits in context of regenerative medicine. 
For instance, type 1 IFNs play important role in skin reepithelization following wounding 
(Gregorio et al., 2010). Others have also shown that type 1 IFN promotes IL-1ra expression in liver 
tissues to yield a protective effect against fibrosis (Roh et al., 2014). In osteochondral repair, IL-
1ra is the physiological inhibitor of IL-1β, an important cytokine that contributes to the 
development of cartilage breakdown and osteoarthritis (Iqbal & Fleischmann, 2007). Although 
intra-articular type I IFN is detected in joints with chronic rheumatoid arthritis (Tak, 2004), IFN-β 
was previously tested in several clinical trials as a therapeutic to suppress joint inflammation (van 
Holten et al., 2005). Further work is needed to determine whether chitosan can be used to induce 
therapeutic type 1 IFN responses that are clinically beneficial for tissue engineering and wound 
repair. Our data highlight the importance of using lower doses to elicit IL-1ra release. 
Chitosan has robust immumodulatory properties that can have pivotal effects on the 
performance of a biomedical device. The unique chitosan library generated in this study highlights 
the potential to fine-tune chitosan use, in terms of dose or structural properties, to bring forth, or 
shun specific immunomodulatory responses by macrophages in order to improve the performance 
of chitosan-based biomedical devices. These findings provide new advancement on understanding 
the immunological properties of chitosan, which will contribute to a better use of chitosan in a 
widespread of biomedical applications 
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5.5 Experimental procedures 
Reagents 
RPMI-1640, fetal bovine serum (FBS), LysoTracker® Green DND-26, Alexa Fluor 488 donkey 
anti-mouse IgGs and Hoechst 33342 were purchased from Thermo Fisher Scientific (Burlington, 
ON, Canada). Recombinant human IL-4, IFN-α, IFN-β, IFN-γ, neutralizing antibodies against IFN-
α (Clone MMHA-11) and IFN-β (#AF814), and enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) kits 
for IL-1β, IL-1ra and CXCL10/IP-10 were purchased from R&D Systems (Minneapolis, MN, 
USA). Express ELISA kits for PGE2 were purchased from Cayman chemical (Ann Arbor, MI, 
USA). Antibodies for phosphorylated STAT-1 (#7649, Tyr701, clone D4A7), STAT-1 (#9172), 
LC3A/B (#12741, Clone D3U4C), Alexa Fluor 647-conjugated LC3A/B (#13394), β-Actin and 
horseradish peroxidise (HRP)-conjugated goat anti-rabbit secondary antibodies were purchased 
from New England Biolabs (Cell Signaling Technologies, Pickering, ON, Canada). Antibodies for 
phosphorylated STAT-2 (#07-224, Tyr689) and STAT-2 (#07-140) were purchased from EMD 
Millipore (Etobicoke, ON, Canada). Mouse monoclonal antibody for Galectin-3 (Clone B2C10) 
was purchased from BD Biosciences (Mississauga, ON, Canada). EDTA-free CompleteTM protease 
inhibitor cocktail was purchased from Roche (Laval, QC, Canada). RITC, Mouse isotype IgG1 
(Clone MOPC-21), LPS (from Salmonella typhosa), PGE2, PMA, chloroquine, bafilomycin, Leu-
Leu methyl ester hydrobromide (LLoME), Actinomycin D, Cyclohexamide and all other chemicals 
were purchased from Sigma-Aldrich (Oakville, ON, Canada). 
Generation of the chitosan library  
Chitosans (endotoxin units <500 EU.g-1, protein content <0.2%, heavy metals < 5 ppm) with 82% 
DDA, block acetylation, and Mn 188 kDa (termed 80-190K-B), or 98% DDA and Mn 113 kDa 
(termed 98-110K) were provided by BioSyntech (now Smith & Nephew, Mississauga, ON, 
Canada). 98% DDA and 80% DDA block-acetylated chitosans with target Mn of 1, 3, 5 or 10 kDa 
were obtained through nitrous acid depolymerisation of the 98-110K and 80-190K-B chitosan, 
respectively, as previously described (Lavertu et al., 2006). 60 and 80% DDA random-acetylated 
chitosans were generated from a starting chitosan (89.6% DDA and Mn 151 kDa) that was 
deacetylated to 98% DDA using two consecutive hot alkaline treatments (25% NaOH (w/v), 110oC, 
30 minutes), then nitrous acid-depolymerised to target Mn of 1, 3, 5 or 10 kDa. The 98% DDA 
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chitosans with different Mn were reacetylated to 60 or 80% DDA using acetic anhydride as 
previously described (Lavertu et al., 2012). The depolymerisation and reacetylation reactions were 
stopped by addition of 1M NaOH until alkaline pH was reached. Alkaline-insoluble chitosans 
above 10 kDa precipitated and were extensively washed in double-deionized water (ddH2O) by 
repeated centrifugation and resuspension until the supernatant reached neutral pH. Chitosans below 
10kDa were dialyzed (Biotech CE MWCO 100-500 Da, Spectrum Laboratories, CA, USA) five 
times against ddH2O over 48 hours. Free base chitosans were flash-frozen in liquid nitrogen and 
freeze-dried. Selected chitosans were labelled to 0.5% mol RITC per mol chitosan as previously 
described (Ma, O. et al., 2008). All reactions were performed using depyrogenized glassware and 
endotoxin-free reagents. Chitosans were characterized for DDA, Mn and weight-average molecular 
weight (Mw) using 
1H NMR and GPC as described previously (Lavertu et al., 2003; Nguyen et al., 
2009). PDI was calculated as Mw / Mn. Chitosans were solubilized at 5 mg.mL
-1 in dilute HCl 
(resulting in 90% protonation), 0.22 µm filter-sterilized and kept at -80oC until use.  
Macrophage differentiation and chitosan stimulation 
U937 cells (ATCC # CRL-15932.2) were purchased from ATCC (Manassas, VA, USA), 
were maintained and differentiated to macrophages as described previously (Fong et al., 2015). 
Briefly, U937 macrophages were differentiated in RPMI-1640 supplemented 10% FBS and 100 
nM PMA for 72 hours, manually resuspended, and reseeded at a density of 5 x 105 cells.cm-2 in 
24-well plates in 100 nM PMA-containing medium overnight. Macrophages were stimulated for 
24 hours with 5, 50 or 150 µg/mL of each chitosan, or with 100 ng/mL LPS, 20 ng/mL IFN-γ or 20 
ng/mL IL-4 as controls. In other experiments, macrophages were stimulated for 24 hours in 
presence of 5 or 50 µg/mL 98-10K chitosan in presence of 100 µM Chloroquine or 100 nM 
Bafilomycin. Following stimulation, the macrophage conditioned medium (CM) was centrifuged 
at 200 g for 10 minutes and stored at -80oC until use. 
Analysis of cell conditioned medium for cytokines, PGE2 and lactate dehydrogenase 
Macrophage CM was analyzed by ELISA for IL-1β, IL-1ra, CXCL10 and PGE2 
concentration according to the manufacturer’s instructions. Leakage of cytosolic LDH into the 
macrophage CM was determined against an LDH standard curve using a colorimetric LDH assay 
(Clontech, Mountain View, CA, USA). Cytotoxicity was reported as the percentage of LDH 
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leakage in the CM = (LDH activity in the CM of the sample)/(total LDH activity in the cell lysate 
and CM of non-stimulated cells). 
Immunoblotting 
For analyses of STAT-1 and STAT-2 phosphorylation, cells were rinsed in cold PBS and 
lysed on ice in buffer containing 50 mM Tris, 150 mM NaCl, 2 mM Na3VO4, 10 mM NaF, 1% 
Triton-X 100 and protease inhibitors. For analysis of LC3 expression, cells were rinsed in cold 
PBS and lysed on ice in buffer containing 10 mM Tris, 150 mM NaCl, 0.04% Igepal CA-630, 2 
mM EDTA, 0.5% sodium deoxycholate, 2 mM PMSF and protease inhibitors. Lysates were cleared 
by centrifugation at 21,000 g and kept at -80oC until use.  
 40 µg of protein was separated by sodium dodecyl sulfate-polyacrylamide gel 
electrophoresis and transferred to PVDF membranes. Membranes were blocked for 1 hour in 5% 
w/v BSA in Tris-buffered saline with Tween-20, probed overnight at 4oC with primary antibody, 
and incubated with HRP-conjugated secondary antibodies for 1 hour. Bands were detected using a 
chemiluminescent system (ECL, GE Healthcare, Baie d’Urfe, QC, Canada). Band densitometry 
was carried out using Image J. 
Immunohistofluorescence of Galectin-3, LC3 and confocal microscopy analyses 
 Macrophages were seeded in 8-chamber Labteks and stimulated with the 98-10K-RITC or 
80-10K-R-RITC chitosans for 6, 10 or 18 hours in presence or absence of 100 nM Bafilomycin in 
medium with 100 nM PMA. Following stimulation, cells were fixed in ice-cold methanol for 15 
minutes, incubated 1 hour in 5% normal donkey serum/0.3% Triton-X 100/PBS, followed by 
overnight incubation at 4oC with 5 µg/mL anti-Galectin-3 and 0.1 µg/mL Alexa Fluor 647-
conjugated anti-LC3A/B, then further incubated with Alexa Fluor 488-conjugated donkey anti-
mouse antibodies to detect mouse monoclonal anti-Galectin-3 for 1 hour at room temperature. After 
washes in PBS, cells were counterstained with Hoechst 33342 and mounted in Mowiol. 
 Confocal imaging was performed using an Olympus FV1000 microscope using a 40X 
objective. Fluorophore signal detection was performed using sequential excitation/emission 
bandwith 405 nm/425-475 nm (Hoechst 33342), 488 nm/500-530 nm (Alexa Fluor 488), 543 
nm/555-625 (RITC), 635 nm/650 nm (Alexa Fluor 647). Imaged cells were analyzed for the 
presence of GCS, which were identified as structures where RITC-chitosan and Galectin-3 
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colocalized in vesicles greater than 1.7 µm in diameter. For each condition, four random fields 
were analyzed per Labtek chamber and averaged to produce N=4 measures per condition from 4 
independent cultures.  
Flow cytometry analysis 
 Macrophages were stimulated with 2.5 mM LLoME, 5 or 50 µg/mL 98-10K or 80-10K-R 
chitosan for 24 hours. Cells were then stained with 100 nM LysoTracker for 2 hours according to 
the manufacturer’s instruction. After washes, cells were analyzed using a FACSCalibur. Twenty 
thousand events were analyzed and data are reported as mean fluorescence intensity (MFI). The 
experiment was repeated in three independent cultures to generate N=3 measures. 
 Statistical analyses 
 Data are shown as mean ± standard error of the mean. Statistical analyses were performed 
using Statistica (Statsoft, Tulsa, OK, USA). The Factorial ANOVA General Linear Model (GLM) 
with Fisher’s Least Square Difference post-hoc analysis was used to determine differences in 
cytokine release, PGE2 generation, and LDH leakage due to chitosan type and dose level as the 
categorical predictors (N=4 independent cultures). The GLM with Fisher’s Least Square 
Difference was used to determine differences in cytokine concentration, LC3-II/β-Actin band 
density, Lysotracker MFI, and GCS number as a function of treatment condition (98-10K chitosan, 
80-10K-R chitosan, bafilomycin, chloroquine, neutralizing antibodies or PGE2) (N=3 to 4 
independent cultures). 
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5.10 Supplemental figures 
 
Figure 5.7. Positive controls for cytokine array, showing differential release of (A) IL-1ra and (B) 
CXCL10, (C) IL-1β and (D) PGE2 by macrophages after 24 hours of stimulation with 100 ng/mL 
LPS, 20 ng/mL IFN-γ or 20 ng/mL IL-4. Related to Figure 5.3. Data show mean ± standard error 
mean. Asterisks indicate significant differences between treated and unstimulated cells. * p<0.05, 
** p<0.01. 
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Figure 5.8. 98% DDA chitosans stimulate macrophages induce higher LDH leakage than partly-
acetylated chitosans. Related to Figure 5.3. LDH leakage from U937 macrophages following 
stimulation with the chitosan library after 24 hours. Data show mean ± standard error mean. Asterix 
indicate significant differences between chitosan-treated cells and unstimulated cells. * p<0.05, ** 
p<0.01, *** p<0.001.  
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Figure 5.9. Chitosan tendency to precipitate and aggregate correlate with IL-1β, PGE2 and LDH 
leakage. Related to Figure 5.3. (A) Absorbance from turbidity assay showing that 98% DDA 
chitosans have a greater tendency to precipitate and aggregate at neutral pH than partly-acetylated 
chitosans. (B) Linear regression showing correlation for IL-1β and PGE2 release and LDH leakage 
as a function of chitosan tendency to precipitate and aggregate. Red-dotted lines indicate the 95% 
confidence interval. Data show mean ± standard error mean. Asterisks indicate significant 
differences between OD600 of the chitosan solutions vs. OD600 of the solvent only. * p<0.05, ** 
p<0.01, *** p<0.001. 
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Figure 5.10. Chitosan either co-stimulates IL-1ra and CXCL10 release and co-stimulates IL-1β and 
PGE2 release. Related to Figure 5.3. Linear regression showing correlation for (A) CXCL10 and 
IL-1ra release or (B) PGE2 and IL-1β. Red-dotted lines indicate the 95% confidence interval. 
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Figure 5.11. Chitosan-mediated STAT-1 phosphorylation is dependent on de novo gene expression 
or protein synthesis. Related to Figure 5.4. U937 macrophages were stimulated with 50 µg/mL 80-
190K-B chitosan alone, or with chitosan in presence of A) Actinomycin D or Cyclohexamide for 
24 hours. Cell extracts were analyzed for STAT-1 phosphorylation and non-phosphorylated STAT-
1 protein expression by Western Blot. IFN-γ was used as a positive control for STAT-1 
phosphorylation. B) CXCL10, IL-1ra and IL-1β release following stimulation with IFN-α or IFN-
β. Data show mean ± standard error mean for n=3 experiments.  
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Figure 5.12. Chitosan 98-10K induces the formation of GCS that co-localize with LC3. Related to 
Figure 5.6. A) Confocal image taken at the middle of a cell (multinucleated cell). Galectin-3 
(green), LC3 (grey) and RITC-chitosan (red) co-localize together in vesicles (identified as GCS). 
B) Confocal image showing the exact same cell shown in A, but also showing the localization of 
the GCS inside the cell. Scale bar = 10 µm. 
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CHAPITRE 6 RÉSULTATS SUPPLÉMENTAIRES : INFLUENCE DES 
MÉTHODES DE DÉTACHEMENTS  DES CELLULES SOUCHES 
MÉSENCHYMATEUSES SUR LEUR CAPACITÉ DE MIGRATION ET 
D’ADHÉSION CELLULAIRE DANS DES ESSAIS IN VITRO. 
6.1 Préambule 
Ce chapitre présente des travaux supplémentaires qui ont été réalisés dans le cadre de cette thèse. 
Les travaux présentés étudient l’influence des méthodes de détachements des MSC sur l’expression 
à la surface de la cellule du récepteur PDGF-BB et l’integrine, et leur capacité à répondre au facteur 
chimiotactique PDGF-BB et à adhérer aux surfaces recouvertes de l’atélocollagène. Pour ce travail, 
j’aimerais remercier la contribution de M. Nicholas Duceppe dans l’obtention et l’analyse des 
résultats. J’aimerais également remercier la contribution technique de M. Serge Sénéchal pour 
l’assistance aux analyses de cytométrie en flux. 
6.2 Introduction 
Une stratégie envisagée pour la réparation du cartilage consiste à concevoir des approches 
thérapeutiques qui stimulent l’attraction de MSC endogènes dans les lésions ostéochondrales. Ces 
approches combinent souvent des facteurs solubles qui stimulent la migration des MSC. Les essais 
de migration Transwell sont couramment utilisés afin d’identifier ces différents facteurs solubles. 
Le principe de ces essais de migration a déjà été présenté dans la section 2.10.5 de cette thèse.  
Étant donné que les MSC sont des cellules adhérentes, il est nécessaire de détacher ces cellules du 
pétri cellulaires afin de pouvoir réaliser l’essai de migration. En règle générale, les suspensions de 
MSC sont préparées en utilisant une solution de trypsine-éthylène diamine tétra-acétique (EDTA) 
dont la concentration de trypsine varie entre 0.05% et 0.5% (p/v). La trypsine est une protéase 
capable de digérer les protéines transmembranaires impliquées dans l’adhésion aux substrats 
extracellulaire. En alternative, d’autres solutions protéolytiques commerciales (TrypLE ou 
l’Accutase) peuvent être utilisées pour le détachement des MSC en culture. 
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Tableau 6.1 : Résumé des méthodes de détachement cellulaires utilisées dans des essais de 
migration impliquant les MSC.  
Méthode de détachement Études 
Méthode utilisant la trypsine 
dont la concentration n’est pas 
spécifiée. 
(Chamberlain, Wright, Rot, Ashton, & Middleton, 2008; 
Fiedler, Etzel, & Brenner, 2004; Fiedler, Roderer, Gunther, & 
Brenner, 2002; Mishima & Lotz, 2008; Ozaki et al., 2007; 
Ruster, Grace, Seitz, Seifried, & Henschler, 2005) 
0.05% Trypsine-EDTA (Endres et al., 2010; Honczarenko et al., 2006; Thibault, M. 
M. et al., 2007; Von Luttichau et al., 2005) 
0.25% Trypsine-EDTA (Anton et al., 2012; Ponte et al., 2007; Sordi et al., 2005) 
0.5% Trypsine-EDTA (Kalwitz et al., 2010) (Ringe et al., 2007; Stich et al., 2008) 
Tryp-LE & Accutase (Garg et al., 2014) 
PBS-EDTA (Chamberlain et al., 2008; Garg et al., 2014) 
 
Une étude récente a démontré que l’utilisation du TrypLE et de l’Accutase induit une dégradation 
des récepteurs de chimiokines présents à la surface des MSC (Garg et al., 2014). Par ce fait, les 
MSC affectées deviennent alors moins aptes à migrer aux différentes chimiokines. Les auteurs de 
cette étude ont proposé que des solutions sans protéases ou des tampons phosphate salin contenant 
uniquement de l’EDTA (PBS-EDTA) sont plus optimales pour le détachement des MSC car ils 
permettent un détachement adéquat des cellules tout en préservant l’intégrité des récepteurs 
transmembranaires. Une deuxième étude, comparant l’effet de la trypsine-EDTA (0.25% p/v) et du 
PBS-EDTA sur l’expression des récepteurs de chimiokines à la surface des MSC, a rapporté des 
observations similaires (Chamberlain et al., 2008). Ensemble, ces études suggèrent que l’utilisation 
de la trypsine, la protéase la plus couramment utilisée pour le détachement des MSC (Tableau 6.1), 
peut dramatiquement affecter l’intégrité des récepteurs à la surface des cellules et que cela peut 
influencer de manière significative le comportement des MSC dans des essais de migrations 
cellulaires. Toutefois, il demeure obscur comment la concentration ou le temps d’exposition de la 
trypsine sur les MSC influencent la capacité de ces cellules à répondre à des facteurs 
chimiotactiques.  
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Dans les expériences présentées dans ce chapitre, nous évaluons l’effet de différentes méthodes de 
détachement des MSC sur l’intégrité des récepteurs PDGF-R (Récepteur du PDGF-BB) et CD29. 
PDGF-R facilite la migration des MSC induites par PDGF-BB tandis que CD29 est l’intégrine β1 
impliquée dans l’adhésion des cellules au collagène. Nous avons comparé quatre méthodes de 
détachement : détachement avec de la trypsine EDTA 0.25% pour une période de 5 (TE5) ou 2 
minutes (TE2); détachement en utilisant un tampon de dissociation cellulaire sans enzyme et de la 
trypsine-EDTA 0.05% pour une période de 30 secondes (CDB); détachement avec un traitement 
de PBS-EDTA 0.5 mM pour une période de 5 minutes (PE). 
6.3 Matériels et méthodes 
6.3.1 Réactifs 
Le milieu de culture α-MEM (Milieu essentiel minimum de Eagle Alpha), la trypsine-EDTA 
(numéro de catalogue 25200072), le milieu de dissociation CDB (numéro de catalogue 13151014), 
l’anticorps Alexa Fluor 488 anti-IgG1 de souris et l’Hoechst 33342 proviennent de chez Life 
Technologies (Burlington, Ontario, Canada). Le sérum fœtal bovin (FBS) a été acheté chez Atlanta 
Biologics (Atlanta, Georgie, É-U). Le PDGF-BB recombinant humain provient de chez R&D 
Systems (Minneapolis, Minnesota, É-U). L’atélocollagène était fourni par Smith & Nephew 
(Andover, MA, É-U). L’anticorps polyclonal de lapin anti-PDGF-R (Numéro de produit sc-432) 
provient de chez Santa Cruz Biotechnology (Santa Cruz, Californie, É-U). L’anticorps β-Actin 
provient de chez New England Biolabs (Cell Signaling Technologies, Pickering, Ontario, Canada). 
L’anticorps contrôle isotypique (Clone MOPC-1, isotype de souris IgG1), l’inhibiteur de trypsine 
Soybean (du Glycine max, numéro de catalogue T6522) et le reste des réactifs chimiques 
proviennent de chez Sigma-Aldrich (Oakville, Ontario, Canada).  
6.3.2 Cultures des MSC 
Sous approbation des protocoles par les comités éthiques institutionnels, les MSC humaines 
dérivées de la moelle osseuse ont été fournies par l’institut en médecine régénératrice de 
l’université Texas A&M (Temple, Texas, É-U). Les MSC sont récoltés à partir de la crête iliaque 
de volontaires avec consentement en bonne santé (N=4, âgés entre 22 et 27 ans, deux hommes et 
deux femmes). Les cellules ont été caractérisées par le fournisseur par cytométrie en flux, où plus 
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de 98% des cellules exprimaient des marqueurs des MSC (CD29, CD44, CD90, CD105, CD166). 
Moins de 2% des cellules exprimaient des marqueurs associés aux cellules hématopoïétiques 
(CD14, CD34, CD36 et CD45). Les MSC au passage 2 ont été cultivées et maintenues dans un 
milieu de culture complet (CCM) composé d’α-MEM contenant 16% v/v de FBS, 4 mM de L-
glutamine, 22 mM de bicarbonate de sodium, 100 unités/mL de Penicilline et 100 µg/mL de 
Streptomycine. Les cellules ont été cultivées dans des flacons T 75 cm2 (T75) à 10,000 cellules par 
T75. Le milieu de culture a été remplacé tous les deux jours et le passage des cellules a été réalisé 
de manière hebdomadaire.  
6.3.3 Essais de migration Transwell 
Les essais de migrations ont été réalisés avec des chambres de migration Transwell contenant des 
pores de 8 µm (Corning, Cambridge, Massachusetts, É-U). Le jour avant les essais de migration, 
les MSC ont d’abord été récupérées en utilisant de la trypsine-EDTA 0.25% et ensemencées dans 
des T75 à une concentration de 300,000 cellules par flacon. Après une période d’adhésion de 8 
heures dans du CCM, le CCM est enlevé et remplacé par du α-MEM contenant 0.5% FBS afin de 
rendre les cellules plus aptes à migrer vers le PDGF-BB (Thibault, M. M. et al., 2007). 
Le lendemain, les MSC sont détachées des flacons en utilisant une des quatre méthodes de 
détachement mentionnées ci-dessous et résumé dans le tableau 6.2. Brièvement, les MSC ont été 
rincées avec du PBS sans Ca2+ ou Mg2+ pour ensuite être détachées en utilisant une des quatre 
méthodes : 
1) Méthode TE5 : Détachement obtenu suite à un traitement avec de la trypsine-EDTA 0.25% 
pour une période de 5 minutes. 
2) Méthode TE2 : Détachement obtenu suite à un traitement avec de la trypsine-EDTA 0.25% 
pour une période de 2 minutes. 
3) Méthode CDB : Détachement obtenu suite à deux incubations de 2 minutes avec du tampon 
de dissociation cellulaire sans enzyme suivie d’un traitement avec de la trypsine-EDTA 0.05% 
(préparée par une dilution 1:5 de la trypsine-EDTA 0.25% avec du PBS) pour une période de 
30 secondes. L’utilisation du tampon de dissociation cellulaire permet de réduire de manière 
reproductible le temps d’exposition à la trypsine nécessaire de 5 minutes à 30 secondes 
(Thibault, M. M. et al., 2007). 
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4) Méthode PE : Détachement obtenu suite à un traitement avec du PBS-EDTA 0.5 mM pour 
une période de 5 minutes. 
Après les périodes d’incubation, 10 mL de CCM est ajouté directement aux flacons contenant soit 
le PBS-EDTA, la trypsine à 0.05 ou 0.25%. Les cellules sont ensuite récupérées dans différents 
tubes 50 mL et sont centrifugées à 190 g pour 5 minutes. Le culot cellulaire est resuspendu dans 4 
mL de CMM contenant 1 mg/mL d’inhibiteur de trypsine. Le nombre de cellules récoltées et la 
viabilité cellulaire sont déterminés par l’utilisation d’un compteur cellulaire automatisé et par la 
technique d’exclusion du Bleu de Trypan (Countess, Life Technologies). Après comptage, les 
cellules étaient resuspendues dans du α-MEM sans FBS et ensemencées dans les compartiments 
supérieurs des chambres de migration à 50,000 cellules viables par chambre. Les cellules sont 
ensuite mises en contact avec du milieu contenant uniquement du α-MEM (contrôle négatif), ou 
bien du α-MEM contenant 10 ng/mL de PDGF-BB pendant une période de 4 heures at 37oC.  
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Tableau 6.2 : Manipulations réalisées lors des quatre méthodes de détachement cellulaire évaluées 
dans ce chapitre.  
Méthode TE5 TE2 CDB PE 
Préparation 
cellulaire 
Cellules ensemencées à 300,000 cellules par flacons dans des T75 pendant 8 
heures. 
Incubation dans un milieu 0.5% sérum pendant 18 heures 
Prétraitement Cellules rincées au PBS 
Méthode de 
détachement 
cellulaire 
Exposition de 5 
minutes à la 
trypsine-EDTA 
0.25% à 37oC 
Exposition de 5 
minutes à la 
trypsine-EDTA 
0.25% à 37oC 
2 expositions de 
2 minutes au 
tampon de 
dissociation à 
température 
ambiante 
Exposition de 30 
secondes à la 
trypsine-EDTA 
0.05% à 37oC 
Exposition de 5 
minutes au PBS-
EDTA 0.5 mM à 
37oC 
Préparation de 
la suspension 
cellulaire 
Ajout du 10 mL de CCM.  
Centrifugation 
 
Resuspension dans 4 mL de CMM contenant 1 mg/mL 
d’inhibiteur de trypsine. 
Resuspension 
dans 4 mL de 
CCM 
Compte cellulaire, centrifugation et resuspension dans du milieu α-MEM sans 
sérum pour les essais de migration et d’adhésion 
 
6.3.4 Coloration des cellules au Hoechst et quantification de la migration 
cellulaire 
À la fin de la période de migration cellulaire, les chambres de migration sont rincées avec du PBS 
tiède et les cellules sont fixées dans du PBS contenant 1% v/v de glutaraldéhyde. Après lavage, le 
noyau des cellules (les cellules ayant migré ou non) est marqué avec 1 µg/mL de Hoechst 33342. 
Les cellules restantes dans le compartiment supérieur sont enlevées à l’aide d’un coton-tige. Pour 
la quantification des cellules ayant migré, quatre champs aléatoires (770 x 1,030 µm) de la surface 
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de la membrane poreuse étaient prises par microscopie en fluorescence et ensuite analysés à l’aide 
du logiciel Image J (National Institute of Health, Bethesda, Maryland, É-U).  Le nombre de noyaux 
présents, qui témoignent du nombre de cellules ayant migré, est déterminé par l’algorithme 
<<Particle analysis>>. Les noyaux adjacents sont départagés à l’aide de l’algorithme 
<<Watershed>>. La moyenne des comptes obtenus pour les quatre champs est déterminée afin 
d’estimer le nombre total de cellules ayant migré.    
6.3.5 Essais d’adhésion cellulaires 
Les essais d’adhésion cellulaires ont été réalisés dans des plaques de 96-puits non traités pour la 
culture cellulaire. Le jour avant l’essai d’adhésion, les plaques ont été recouvertes de 10 µg 
d’atélocollagène pendant 18 heures. Pour les essais de migration, les MSC sont détachées des pétris 
en utilisant les méthodes de détachements mentionnés dans la section 6.2. Après compte cellulaire, 
10,000 cellules sont ensemencées sur les puits (recouverts d’atélocollagène ou non). Les cellules 
sont incubées à 37oC pendant 1 heure et ensuite sont rincées trois dans du PBS. Les cellules sont 
ensuite fixées dans du PBS contenant 1% v/v de glutaraldéhyde. Le noyau des cellules est ensuite 
marqué avec 1 µg/mL de Hoechst 33342. La quantification des cellules adhérentes est réalisée à 
l’aide du logiciel Image J comme décrite dans la section précédente.  
6.3.6 Buvardage de type western pour l’analyse de l’expression de PDGF-R 
Les MSC en culture ont été détachées ou non en utilisant les quatre différentes méthodes 
mentionnées dans la section 6.3.3. Après détachement et collecte dans les différents tubes, les 
cellules ont été lavées dans du PBS, centrifugées et lysées dans un tampon à base de Tris (TBS, 50 
mM Tris pH 7.2, 150 mM NaCl) contenant 1% de Triton-X 100 et des inhibiteurs de protéase 
(CompleteTM, Roche, Laval, QC) pendant 20 minutes à 4oC. Selon un dosage de protéines par 
l’analyse Bradford, 10 µg de protéines ont été séparées par SDS-PAGE et transférées à des 
membranes de PVDF. Les membranes sont ensuite saturées dans du TBS contenant 5% de lait en 
poudre et 0.1% de Tween 20. Les membranes sont ensuite incubées en présence des anticorps anti-
PDGF-R pendant 18 heures à 4oC. Après lavage et incubation avec des anticorps secondaires 
conjugués avec la HRP. Les anticorps sont détectés par un système de chimiluminescence. La 
densité des bandes du buvardage a été évaluée en utilisant le logiciel Image J (N=4 expériences 
distinctes avec N=3 donneurs).  
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6.3.7 Analyses de cytométrie en flux pour l’expression de CD29 
Les MSC détachées avec les différentes méthodes mentionnées précédemment (50,000 cellules par 
condition) ont été bloquées dans 1% d’albumine de sérum bovin pendant 20 minutes. Ensuite, les 
cellules ont été incubées avec 0.5 µg d’anticorps anti-CD29 (Clone 12G10), ou bien un anticorps 
contrôle isotypique de souris IgG1 pour 30 minutes. Les cellules ont ensuite été incubées avec 0.5 
µg d’anticorps anti-souris IgG1 conjugués avec l’Alexa Fluor 488. Les cellules marquées ont été 
analysées au cytomètre en flux (Cytomation, Denver, Colorado, É-U). Les résultats sont présentés 
en tant qu’intensité de fluorescence moyenne (MFI).  
6.3.8 Analyses statistiques 
Le modèle linéaire généralisée (GLM) avec test de Fisher post-hoc a été utilisée pour déterminer 
l’effet des méthodes de détachement cellulaire sur la migration des MSC au PDGF-BB, sur 
l’adhésion cellulaire, l’expression de PDGF-R en buvardage de type western et l’expression de 
CD29. L’effet du PDGF-BB sur la migration des MSC (en comparaison à l’α-MEM seul) a été 
déterminé par un test de Student. 
6.4 Résultats 
Récolte des cellules suivant le détachement des MSC 
L’étape préliminaire d’ensemencement des MSC le jour avant l’essai de migration cellulaire nous 
a permis d’évaluer l’efficacité de chaque méthode de détachement pour récolter les cellules 
adhérentes des flacons T75. En supposant que le nombre de MSC dans chaque flacon est de 
300,000 cellules, il a été observé que les méthodes TE2 et TE5 permettaient de récupérer 98±4.5 
% des cellules dans le flacon. 75.5±5.4% des cellules ont été récupérées en utilisant la méthode 
CDB. La méthode PE a été la méthode moins efficace pour récupérer les cellules du flacon, car 
uniquement 52.2±6.2% des cellules ont pu être récupérées (p < 0.001 PE vs. TE2 et p < 0.01 PE 
vs. CDB). Pour les quatre méthodes évaluées, une viabilité cellulaire excédant 90% a été obtenue.  
La concentration de trypsine affecte l’expression de PDGF-R et la migration des MSC vers 
le facteur PDGF-BB 
Les lysats provenant de suspensions cellulaires préparées en utilisant les méthodes TE5, TE2, CDB 
et PE ont été analysées pour l’intégrité de PDGF-R par buvardage de type western. Des lysats 
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provenant de cellules adhérentes non détachées ont été également analysés comme condition 
contrôle. En comparaison aux lysats cellulaires préparés par les méthodes CDB ou PE, les lysats 
de cellules détachés par la méthode TE5 présentent en moyenne une plus forte dégradation de 
PDGF-R (Figure 6.1, p<0.05 TE5 vs. CDB et PE). Les lysats provenant des MSC détachées avec 
les méthodes CDB ou PE ont montré des niveaux d’expression de PDGF-R similaire aux lysats 
provenant de MSC intactes. 
 
Figure 6.1 : Analyses de buvardage de type western montrant que les méthodes de détachement 
cellulaire à base de trypsine mènent à la dégradation de PDGF-R chez les MSC humains. A) 
Buvardage de type western montrant l’expression de PDGF-R et β-Actine chez les lysats cellulaires 
de MSC détachées en utilisant les méthodes TE2, TE5, CDB et PE, dans 4 expériences avec 3 
donneurs. La condition TE10 indique un témoin positif où les MSC ont été détachées suite à une 
exposition de 10 minutes à la trypsine-EDTA 0.25%. B) Analyses densitométriques présentant la 
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moyenne du ratio de la densité PDGF-R/β-Actine (N=4). L’étiquette CTRL correspond aux MSC 
qui ont été lysées directement dans le pétri sans être détachées. Les barres d’erreurs présentées 
correspondent à l’écart type. 
Un premier contrôle réalisé après la période de migration est d’évaluer la distribution des cellules 
adhérées à la surface de la membrane de la chambre de migration afin de s’assurer que celle-ci est 
homogène. Les MSC détachées en utilisant les méthodes TE5, TE2 et CDB ont adhéré de manière 
homogène à travers la membrane poreuse. En revanche, lorsque la méthode PE a été utilisée, les 
MSC ont eu tendance à s’agréger dans la chambre de migration, avec une morphologie « toile 
d’araignée». Il est possible alors d’observer des zones sur le filtre poreux où aucune cellule n’a 
adhéré sur la membrane (Figure 6.2, onglet A).  
La migration des MSC détachées par les méthodes TE5, TE2, CDB et PE au facteur de croissance 
PDGF-BB (10 ng/mL) a été mesurée (Figure 6.2, onglets B et C). La migration des cellules vers le 
milieu α-MEM sans sérum a été utilisée comme témoin négatif. Dans le cas des méthodes TE5, 
TE2 et CDB, entre 2300 et 2900 cellules ont migré en moyenne au contrôle négatif α-MEM. 
Lorsque la méthode PE a été utilisée, moins de MSC ont migré vers le α-MEM (Figure 6.2, onglets 
B et C, p<0.05 PE vs. CDB et p<0.05 PE vs. TE5). 
L’effet chimiotactique de PDGF-BB sur les MSC était variable en fonction de la méthode de 
détachement utilisée. En comparaison à leur contrôle α-MEM respectif, le PDGF-BB a induit une 
augmentation de la migration des MSC par un facteur de 2 lorsque les cellules ont été détachées 
avec la méthode TE5 (p=0.11 PDGF-BB vs. α-MEM) ou TE2 (p<0.05 PDGF-BB vs. α-MEM). 
Lorsque les cellules ont été détachées avec la méthode PE ou CDB, le PDGF-BB a augmenté la 
migration des MSC par un facteur de 3.5 à 4 respectivement (Méthode PE: p<0.08 PDGF-BB vs. 
α-MEM; méthode CDB: p<0.01 PDGF-BB vs. α-MEM). Toutefois, le plus grand nombre de MSC 
ayant migré au PDGF-BB a été observé lorsque les cellules ont été détachées par la méthode CDB 
(p<0.01 CDB vs. TE5, TE2 et PE). 
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Figure 6.2 : Résultats des essais de migration Transwell. La migration des MSC au PDGF-BB est 
plus élevée lorsque les cellules sont détachées en utilisant la méthode CDB en comparaison aux 
méthodes TE5 et TE2. A) Images représentatives de l’adhésion des MSC qui ont été détachées en 
utilisant la méthode TE5, TE2, CDB ou PE. Les cellules détachées en utilisant la méthode TE5, 
TE2 ou CDB adhèrent de manière homogène sur la membrane des chambres de migration. Les 
cellules détachées en utilisant la méthode PE s’agrègent. Les flèches rouges indiquent des espaces 
où les cellules n’ont pas adhéré. B) Images représentative des essais de migration avec des cellules 
détachées en utilisant la méthode CDB. Les images du haut présentent des champs contenant la 
totalité des cellules ensemencées dans la chambre. Les images du bas montrent des champs 
contenant uniquement les cellules ayant migré. C) Migration cellulaire estimée après 4 heures. Les 
astérisques indiquent les différences significatives entre les cellules migrant au PDGF-BB et l’α-
MEM pour chaque méthode respective. * p<0.05; ** p<0.01. Les barres d’erreurs présentées 
correspondent à l’écart type. 
La concentration de trypsine affecte l’expression en surface de CD29 et l’adhésion des MSC 
à l’atélocollagène.  
Les MSC expriment le récepteur CD29 qui est l’intégrine qui permet l’adhésion des cellules au 
collagène. Dans notre analyse, CD29 a été détectée à la surface des MSC peu importe la méthode 
de détachement utilisée (Figure 6.3, onglet A). Toutefois, les méthodes TE5 et TE2 ont induit une 
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diminution de l’expression de CD29 en comparaison aux méthodes CDB et EDTA (Figure 6.3, 
onglets A et B, p<0.001). Cette diminution de l’expression de CD29 corrèle avec la capacité 
d’adhésion des MSC sur l’atélocollagène (Figure 6.3, onglet C). 
 
Figure 6.3 : Expression de CD29 et adhésion des MSC sur l’atélocollagène. A) Histogrammes 
représentatifs de cytométrie en flux de cellules détachées en utilisant la méthode TE5 (rouge), TE2 
(bleu clair), CDB (noir) et PE (orange) marquées avec l’anti-CD29 (lignes pleines) ou le contrôle 
isotypique (lignes pointillées). B) MFI des MSC exprimant CD29. C) Moyenne du nombre de MSC 
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adhérentes obtenu lors des essais d’adhésion cellulaire sur des surfaces non traitées, ou recouvertes 
avec de l’atélocollagène. Les barres d’erreurs présentées correspondent à l’écart type. 
6.5 Discussion et conclusions 
Cette étude confirme l’hypothèse que des concentrations plus élevées de trypsine induit une 
dégradation significative des récepteurs à la surface des MSC. Cette dégradation est associée à une 
perte de la capacité des MSC à migrer au PDGF-BB et à s’adhérer aux surfaces recouvertes 
d’atélocollagène. En comparaison, les méthodes n’utilisant pas de trypsine (méthode PE) ou une 
concentration réduite de trypsine (méthode CDB) permettent d’obtenir des suspensions de MSC 
dont l’intégrité des récepteurs est maintenue. Ainsi, les cellules obtenues ont conservé une plus 
forte capacité de migrer au PDGF-BB et à s’adhérer aux surfaces recouvertes d’atélocollagène.   
Les résultats présentés dans ce chapitre sont cohérents avec les précédentes études par Garg, 
Chamberlain et collègues respectifs rapportant que l’utilisation de solutions contenant des enzymes 
protéolytiques mène à la dégradation des domaines extracellulaires des récepteurs à chimiokines. 
Basées sur ces observations, Garg et al. ont recommandé l’utilisation de solution non enzymatique, 
comme le PBS-EDTA (qui est similaire à la méthode PE évaluée dans ce chapitre), pour la récolte 
des MSC à partir des pétris en culture car ces solutions permettent d’obtenir des suspensions 
cellulaires de meilleure qualité dont l’intégrité des récepteurs est conservée. Toutefois, nos travaux 
rapportent des contraintes techniques importantes qui n’ont pas été révélées par Garg, Chamberlain 
et collègues respectifs. En effet, nous avons observé que l’utilisation du PBS-EDTA pour détacher 
les MSC est moins efficace pour récolter les cellules, et mène à l’obtention d’une suspension de 
cellules agrégées, ce qui mène à une adhésion non homogène des cellules sur les surfaces. Cette 
agrégation de cellules représente une variable non contrôlée et soulève des incertitudes importantes 
concernant les résultats obtenus pour les essais de migration et d’adhésion. 
Malgré que l’usage de la trypsine induise une dégradation des récepteurs et affecte le comportement 
des MSC, nos travaux suggèrent que celle-ci est nécessaire afin de briser les interactions cellule-
cellule afin de produire des suspensions cellulaires non agrégées où les cellules peuvent être 
ensemencées de manière homogène dans les chambres de migration. Nos résultats démontrent 
toutefois qu’il est possible d’utiliser une concentration réduite de la trypsine pour préparer des 
suspensions cellulaires non agrégées dont l’intégrité des récepteurs membranaires est conservée.  
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Les travaux présentés dans ce chapitre soulèvent que des points techniques importants doivent être 
considérés pour la préparation des MSC dans des essais in vitro. Dans les précédentes études qui 
ont étudié la migration des MSC aux facteurs solubles, le traitement à la trypsine a été la méthode 
la plus adoptée pour la préparation des suspensions cellulaires. Malgré que plusieurs de ces études 
n’ont pas divulgué de détails concernant l’utilisation de la trypsine, la majorité des études ont utilisé 
une concentration d’au moins 0.25% pour détacher les MSC qui ont été analysées pour des essais 
de migration et l’expression de récepteurs de surface. Les différences significatives ont été 
obtenues précédemment utilisant une incubation de 2 minutes et 0.25% trypsine pour détacher les 
cellules MSC d’un seul donor dans les travaux de Li et collègues (Li et al., 2015). Nos données 
suggèrent qu’il existe des variations dans la résistance à la trypsine des récepteurs à la surface des 
MSCs d’un donor à l’autre. Les études qui utilisent plusieurs donneurs de MSC peuvent montrer 
une plus grande écart-type dans les données avec le protocole de détachement de 2 minutes avec 
0.25% trypsine. Les travaux présentés dans ce chapitre indiquent que l’usage de la trypsine à 0.25% 
peut nuire à l’exactitude des données obtenues au niveau des essais de migration et des analyses de 
protéines transmembranaires. Toutefois, la trypsine est nécessaire afin de produire des suspensions 
cellulaires uniformes, mais celle-ci devrait être utilisée à des concentrations plus faible afin 
d’obtenir des cellules dont l’intégrité et le comportement sont minimalement affectés. Cette étude 
clarifie pourquoi la méthode de détachement des MSCs optimale consiste à l’incubation dans un 
tampon CDB suivi par la trypsine dilué à 0.05%.  Ce protocole était utilisé pour produire les 
données de migration de cellules MSC aux milieux conditionnés par les macrophages pour le 
Chapitre 4. 
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CHAPITRE 7 DISCUSSION GÉNÉRALE  
Grâce à leur plasticité phénotypique, les macrophages jouent des rôles déterminants dans 
l’homéostasie de l’articulation et la réparation du cartilage articulaire induite par stimulation 
osseuse (Fahy et al., 2014; Hoemann, C. D. et al., 2010). Les travaux présentés dans cette thèse 
évaluent la possibilité d’utiliser le chitosane afin de moduler le comportement des macrophages 
pour guider la libération de facteurs endogènes qui permettront d’améliorer la réparation du 
cartilage et préviendront le catabolisme de l’articulation à plus long terme. Toutefois, le chitosane 
est également utilisé comme biomatériau dans la thérapie génique (Buschmann et al., 2013), la 
régénération des tissus osseux et cardiaques, la livraison de médicaments et la conception de 
vaccins (Carroll et al., 2016; Jean et al., 2009). De plus, les macrophages sont également impliqués 
dans la majorité des processus de réparation tissulaire (Brown, Ratner, et al., 2012). Par conséquent, 
les nouvelles connaissances développées au cours de ces travaux ne sont pas uniquement restreintes 
à l’utilisation du chitosane dans les articulations, mais sont également pertinentes pour une 
multitude d’applications biomédicales où l’utilisation du chitosane est prévue. 
Influence du chitosane sur le comportement des macrophages polarisés 
Dans l’article #1, le chitosane (chitosane acétylé en bloc, 81.5% DDA, Mn 132 kDa) que nous 
avons étudié sur les macrophages possédait des propriétés structurales proches aux implants de 
chitosane utilisé précédemment pour améliorer la réparation du cartilage (chitosanes acétylés en 
bloc, 77-82.6% DDA, Mn 176 kDa) (Chevrier, A. et al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 2010). Ainsi, 
les résultats obtenus dans cet article pouvaient être mis directement en lien avec les observations 
in vivo rapportées antérieurement (Chevrier, A. et al., 2007; Hoemann, C. D. et al., 2010). En 
répondant au premier objectif de cette thèse, l’article #1 est la première étude qui évalue la réponse 
de macrophages polarisés vers différents phénotypes aux particules de chitosane. Ce modèle nous 
a permis d’étudier les interactions entre les macrophages et le chitosane en fonction des différents 
phénotypes que ces cellules pourraient adopter durant la réparation tissulaire.  
Nous avons mesuré la libération de cytokines et l’expression de molécules de surface qui sont 
caractéristiques des phénotypes M1, M2a et M2c afin de valider que les différents phénotypes 
étaient obtenus après stimulation avec l’IFN-γ/LPS, l’IL-4 et l’IL-10. Malgré que l’analyse des 
molécules de surface en cytométrie de flux n’ait pu fournir plus d’information concernant la 
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polarisation vers les phénotypes M1 ou M2, les profils des différentes cytokines produites ont 
confirmé que nous avons pu obtenir des macrophages M1 et M2a, mais pas des macrophages M2c. 
Les deux premiers objectifs énumérés dans la section 3.2.1 nous ont permis d’identifier des aspects 
importants permettant de définir et délimiter le rôle des macrophages dans la réparation du cartilage 
induite par le chitosane. Les analyses protéomiques multiplexes nous ont permis d’identifier qu’en 
absence de molécules induisant la polarisation M1 ou M2, la stimulation au chitosane induit une 
activation partiellement M1 et M2 où la libération simultanée de molécules pro- et anti-
inflammatoires est observée. De manière plus intéressante, nous avons observé que le chitosane 
stimulait une forte libération d’IL-1ra et d’IL-10 en excès de la molécule IL-1β chez les 
macrophages M0 et M2. Toutefois, si les macrophages sont déjà polarisés vers un phénotype M1 
ou M2, la stimulation au chitosane amplifie uniquement la sécrétion de cytokines associées à ce 
phénotype. 
Nous avons examiné la libération de CXCL10/IP-10, CCL2/MCP-1, CXCL12/SDF-1α, 
CCL4/MIP-1β, PDGF-BB et VEGF car ces molécules ont été identifiées comme chimiotactiques 
pour les MSC. Nous avons observé que le chitosane stimule la libération de CXCL10/IP-10, 
CCL2/MCP-1 et CCL4/MIP-1β. Toutefois, ces augmentations n’ont pas mené à une plus forte 
migration des MSC comparé à la migration des MSC aux facteurs libérés par les macrophages qui 
n’ont pas été stimulés au chitosane. Les essais de migration, qui ont été optimisés grâce aux travaux 
présentés dans le chapitre 7, ont montré que les macrophages M0 ou M2a sécrètent déjà une 
abondance de facteurs chimiotactiques pour les MSC. En revanche, les macrophages M1 ont 
montré un effet inhibiteur sur la migration cellulaire qui n’a pas pu être renversé par la stimulation 
au chitosane. 
Ainsi, les données de cette thèse nous suggèrent que l’attraction de macrophages M0 ou M2 aux 
microparticules de chitosane dans un implant vont favoriser la migration des MSC à l’implant 
déposé dans une lésion ostéochondrale. Le chitosane peut être utilisé afin de stimuler à partir de 
ces macrophages la libération des facteurs IL-1ra et IL-10, des facteurs anti-inflammatoires 
puissants contribuant positivement à la réparation du cartilage. Toutefois, nos analyses délimitent 
également le potentiel immunomodulateur du chitosane sur les macrophages et suggèrent que celui-
ci possède une capacité minime à stimuler des réponses bénéfiques chez les macrophages lorsque 
l’environnement moléculaire de l’articulation est majoritairement catabolique.  
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Identification des mécanismes cellulaires régulant la libération des cytokines par le chitosane. 
Parmi les 12 cytokines analysées dans l’article #1, nous avons observé que le chitosane induisait 
trois types de réponses moléculaires qui consistent à la production de chimiokines (CXCL10/IP-
10, CCL2/MCP-1 et CCL4/MIP-1β), de facteurs anti-inflammatoires (IL-1ra et IL-10) et de l’IL-
1β. Il est connu que la libération d’IL-1β induite par le chitosane est régulée par l’inflammasome 
(Bueter et al., 2011; Bueter et al., 2014). Toutefois, en ce qui concerne CXCL10/IP-10 et IL-1ra, 
les mécanismes moléculaires n’étaient pas connus. L’expression de CXCL10/IP-10 et d’IL-1ra est 
régulée de manière respective par les cytokines qui activent les axes de signalisations JAK/STAT: 
IFN-γ/STAT-1 et IL-4/STAT-6 (Tamiya et al., 2011). Afin de répondre au troisième objectif de 
cette thèse, nous avons testé l’hypothèse que le chitosane induit la phosphorylation de STAT-1 et 
STAT-6. Nous avons décidé d’évaluer l’état de phosphorylation de ces deux protéines à travers un 
laps de temps relativement long (jusqu’à 24 heures) étant donné que les effets du chitosane peuvent 
dépendre de la phagocytose du chitosane et de l’initiation de la transcription de nouvelles 
molécules.  
Nous avons pu observer que le chitosane induit une phosphorylation différée de la protéine STAT-
1 pour mener à la libération de CXCL10/IP-10 et que cette activation est dépendante de la présence 
de groupement N-acétyl (20% GlcNAc). Traditionnellement, l’expression de CXCL10/IP-10 est 
associée à une réponse IFN de type 1 ou de type 2. Lors d’une réponse IFN de type 1, IFN-α ou 
IFN-β se lie aux récepteurs IFNAR1 et IFNAR2 (Récepteur de l’interféron-alpha 1 et 2) pour 
induire la phosphorylation et l’hétérodimérisation des protéines STAT-1 et STAT-2 qui est 
responsable de la transcription du gène CXCL10/IP-10 (Platanias, 2005). Dans le cas d’une réponse 
IFN de type 2, IFN-γ se lie aux récepteurs IFNGR1 et IFNGR2 (Récepteur de l’interféron-alpha 1 
et 2) pour induire la phosphorylation et l’homodimérisation des protéines STAT-1 pour initier la 
transcription du gène CXCL10/IP-10 (Platanias, 2005). Ainsi, suite aux résultats de l’article #1, 
nous avons démontré dans l’article #2 que le chitosane induit également la phosphorylation de 
STAT-2 et ainsi confirme que le chitosane induit une réponse IFN de type 2 afin de guider la 
libération de CXCL10/IP-10. 
En ce qui concerne IL-1ra, nos analyses au niveau de STAT-6 ont montré que la stimulation d’IL-
1ra par le chitosane est indépendante de cette voie de signalisation. McNab et al. a récemment 
présenté un modèle où, suite à une infection intracellulaire, les réponses IFN de type 1 induisent la 
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production de l’IL-1ra (McNab et al., 2015). Basés sur ces propositions, nous avons pu démontrer 
dans l’article #2 que la libération d’IL-1ra par le chitosane est initiée par une réponse IFN de type 
1 impliquant IFN-β et non pas IFN-α. Cette découverte suggère plusieurs avenues de recherche 
concernant le rôle de l’IFN-β dans la réparation du cartilage. Il est encore sous-débat si l’IFN-β 
joue un rôle pro- ou anti-inflammatoire dans les divers tissus sains et pathologiques dans 
l’organisme. Toutefois, l’IFN-β jouent des rôles critiques dans la réparation des lésions cutanées 
et stimule la libération d’IL-1ra afin de protéger le foie contre la fibrose induite par toxine 
(Gregorio et al., 2010; Roh et al., 2014). Il a également été suggéré que l’IFN-β pourrait avoir un 
rôle protecteur contre l’arthrite rhumatoïde et l’injection sous-cutanée d’IFN-β recombinant a déjà 
été évaluée pour le traitement de l’arthrite rhumatoïde (Tak, 2004; van Holten et al., 2005). 
Ensemble, ces études suggèrent que les IFN de type 1 pourraient avoir un rôle important dans les 
processus de réparation du cartilage en stimulant la production endogène de molécules anti-
inflammatoires qui pourraient contrer les molécules cataboliques présentes dans l’articulation 
durant le processus de formation de nouveaux tissus cartilagineux. 
Génération de la librairie d’oligomères de chitosane 
Malgré le nombre important d’études qui ont évalué la réponse des macrophages au chitosane 
(Almeida et al., 2014; Bueter et al., 2011; Bueter et al., 2014; Fong et al., 2015; Gorzelanny et al., 
2010; Gudmundsdottir et al., 2015; Guzman-Morales et al., 2011; Hoemann, C. D. et al., 2010; 
Oliveira et al., 2012; Porporatto et al., 2003; Ueno et al., 2001; Vasconcelos et al., 2013), les études 
antérieures aux travaux réalisés dans cette thèse ne permettent pas de prédire la réponse des 
macrophages en fonction des propriétés structurales du chitosane utilisé. Une raison majeure 
contribuant à cette ambigüité est la large gamme de chitosanes structurellement distincts ainsi que 
la large gamme de concentration utilisée dans les diverses études. Afin de répondre au deuxième 
objectif de cette thèse, nous avons généré une librairie de chitosanes dont le DDA variait entre 60 
et 98% DDA et le poids moléculaire variait entre 1 et 190 kDa. Cette librairie nous permettait 
d’étudier de façon systématique l’impact de varier une propriété structurale du chitosane sur la 
libération de cytokines par les macrophages. Le choix d’étudier cette gamme de DDA, poids 
moléculaire et concentration s’est basé sur les précédentes études dans la littérature : 
 Malgré que la majorité des études ont évalué la réponse des macrophages à des chitosanes dont 
le DDA variait entre 75 et 98%, Shibata, Reese et collègues respectifs ont également rapporté 
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des effets de la chitine sur les macrophages (Reese et al., 2007; Shibata, Metzger, & Myrvik, 
1997). La génération des chitosanes avec 60% de DDA permettait ainsi d’offrir plus 
d’information concernant la réponse des macrophages au chitosane si le DDA est inférieur à 
75% et ainsi possédait un DDA plus proche de la chitine. Nous avons également étudié l’effet 
du patron d’acétylation du chitosane sur la réponse des macrophages car il a été rapporté que 
l’effet du patron d’acétylation affecte le taux de dégradation du chitosane. 
 Pour le choix des poids moléculaires à étudier, nos résultats préliminaires ont montré que les 
monomères de glucosamine ou N-acétyl glucosamine et les dimères de glucosamine étaient 
incapable de stimuler la libération de CXCL10/IP-10, d’IL-1ra et d’IL-1β par les macrophages 
U937 (données non publiées). Ces résultats ont suggéré donc que le chitosane requiert un poids 
moléculaire minimum pour stimuler la libération de cytokines in vitro. Nos résultats dans 
l’article #1 ont montré qu’à 80% de DDA, le chitosane de 10 kDa démontrait une même 
cinétique d’activation de STAT-1 que le chitosane 80M. Ainsi, le poids moléculaire minimum 
requis pour la stimulation de cytokines est en dessous de 10 kDa. Dans la littérature, les 
oligosaccharides de chitosane rapportés ont des degrés de polymérisation entre 3 et 8, ce qui 
correspond approximativement à des poids moléculaires entre 600 et 1,600 Daltons. Ainsi, une 
gamme de chitosane à poids moléculaire entre 1 à 190 kDa, avec une emphase sur la génération 
de chitosane de 1, 3, 5 et 10 kDa, a été conçue.  
 Nous avons montré dans l’article #1 que malgré que la viabilité cellulaire ne soit pas affectée, 
le chitosane 80M stimulait plus de CXCL10/IP-10 et d’IL-1ra à 5 µg/mL qu’à 50 µg/mL, cela 
nous a donné un premier indice que la dose avait un effet important sur l’induction la réponse 
IFN de type 1. Des études antérieures ont suggéré qu’à des doses au-dessus de 100 µg/mL, la 
chitosane a des effets cytotoxiques et mène à l’activation de l’inflammasome chez les 
macrophages (Bueter et al., 2011; Bueter et al., 2014; Huang, Khor, & Lim, 2004). Pour cette 
raison, nous avons choisi les doses de 5, 50 et 150 µg/mL comme étant pertinentes pour induire 
une réponse cellulaire et présenter une forte dose de chitosane potentiellement cytotoxique.  
Un facteur pouvant influencer de manière significative la réponse des macrophages au chitosane 
est la présence d’impuretés, et plus spécifiquement la présence d’endotoxines dans les préparations 
de chitosane (Hoemann & Fong, 2017). Dans le cadre de nos travaux, plusieurs précautions ont été 
prises afin d’assurer que les résultats obtenus n’étaient pas des artéfacts associés à la présence 
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d’impuretés et d’endotoxines. Les chitosanes originaux utilisés pour générer la librairie de 
chitosane sont de grades médicaux et ont été analysés, validés pour un niveau négligeable 
d’endotoxine et d’impureté et documenté avec des certificats d’analyses (BioSyntech, Laval, QC, 
Canada). Lors des manipulations du chitosanes, les réactifs utilisés étaient stériles et recommandés 
pour la culture cellulaire. De plus, toute la verrerie a été traitée à chaud à 200oC pendant trois heures 
afin d’éliminer tout pyrogène. Tout autre matériel a été stérilisé à l’aide d’un autoclave ou par 
traitement avec de l’isopropanol.   
Identification des motifs structuraux du chitosane menant à la libération des différentes 
cytokines chez les macrophages 
Dans les travaux présentés dans l’article #2, nous avons émis l’hypothèse que nous pouvions 
identifier des motifs structuraux (DDA, Mn et dose) capables de stimuler strictement la libération 
d’IL-1ra tout en minimisant l’activation de l’inflammasome et la libération d’IL-1β. Nous avons 
également évalué la libération de CXCL10/IP-10 et PGE2. CXCL10/IP-10 a été évalué, car c’était 
une des molécules fortement induites par le chitosane, et son analyse permettrait d’aider à 
interpréter les résultats obtenus. PGE2 a été évalué car cette molécule est associée à l’activation de 
l’inflammasome et contribuerait également à l’interprétation des résultats.  
Notre analyse nous a permis d’identifier que le chitosane induit deux types de réponses en fonction 
de la dose et des propriétés structurales du chitosane. Un nombre limité de chitosanes, incluant les 
chitosanes de 98% de DDA dont le Mn varie entre 3-10 kDa et les chitosanes de 80% de DDA 
acétylé dont le Mn est supérieur à 10 kDa, induisaient à de faibles concentrations (inférieur à 50 
µg/mL) une réponse IFN de type 1 menant à la libération de CXCL10/IP-10 et IL-1ra. Cependant, 
à plus forte dose, ces chitosanes induisent l’activation de l’inflammasome, ce qui menait à la 
libération d’IL-1β et PGE2. PGE2 agit ensuite d’une manière autocrine afin de réprimer la réponse 
IFN de type 1. Un aspect fascinant de ces travaux est que le modèle cellulaire décrivant l’activation 
des macrophages par le chitosane est similaire à un modèle cellulaire décrit par McNab et collègues 
suggérant que les pathogènes intracellulaires induisent également au sein des macrophages 
l’activation d’une réponse IFN de type 1 afin d’empêcher l’activation de l’inflammasome. Ainsi, 
ces travaux démontrent pour la première fois que le chitosane possède des propriétés 
biomimétiques associées à des pathogènes intracellulaires et que ces propriétés dictent l’induction 
de réponses pro- et anti-inflammatoires chez les macrophages. 
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Les travaux présentés dans l’article #2 montrent que la capacité d’un chitosane d’induire une 
réponse IFN de type 1 ou bien l’activation de l’inflammasome dépend notamment de sa capacité à 
briser les lysosomes lorsque le chitosane est internalisé dans la cellule. Afin de démontrer que le 
chitosane induit une rupture des lysosomes, nous avons utilisé trois approches :  
 Nous avons premièrement mesuré directement la présence de lysosomes dans les cellules 
en utilisant le marqueur fluorescent LysoTracker et la cytométrie en flux. Toutefois, ce 
marqueur n’est pas tout à fait spécifique, car il se lie uniquement aux vésicules dont le pH 
est acide. Nos résultats ont montré que le chitosane 98-10K a spécifiquement induit une 
perte de fluorescence du LysoTracker dans les macrophages, suggérant ainsi une baisse du 
nombre total des lysosomes par cellule. 
 La deuxième approche utilisée est l’immunomarquage de la protéine Galectine-3, 
précédemment suggéré comme un marqueur de vésicules déchirées.  Nous avons observé 
que la protéine Galectine-3 se localisait spécifiquement avec une sous-population de 
vésicules de chitosane-RITC dans 1 à 6% des cellules stimulées par le chitosane (98% 
DDA, Mn 10 kDa). 
 La troisième approche a été d’évaluer l’expression de LC3-II. Notre raisonnement était que 
la rupture des lysosomes par le chitosane mène à une baisse de lysosomes fonctionnels 
capable de dégrader les autophagosomes, menant ainsi à une accumulation 
d’autophagosomes dans les macrophages stimulés au chitosane. En effet, nous avons 
observé que la stimulation au chitosane augmentait l’accumulation d’autophagosomes.  
Nos travaux ont ainsi démontré que la rupture des lysosomes par le chitosane était un évènement 
intracellulaire déclencheur qui mène à la libération de cytokines par les macrophages. De plus, 
nous avons montré que l’étendue de la rupture lysosomale était proportionnelle à la dose de 
chitosane utilisée et dictait la nature des cytokines sécrétées. Une faible dose de chitosane, qui 
induit une faible rupture des lysosomes, induit une réponse IFN de type 1, tandis qu’une dose élevée 
de chitosane, qui induit une rupture massive des lysosomes, mène à l’activation de l’inflammasome 
dont les médiateurs en aval répriment la sécrétion d’IFN-β.  
En somme, nos travaux nous ont permis de mieux définir les propriétés immunologiques du 
chitosane sur les macrophages humains. Plusieurs de nos conclusions sont pertinentes et 
transposables à d’autres applications biomédicales où le chitosane est utilisé : 
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 Le chitosane a été proposé comme un adjuvant efficace lors de la conception de vaccins. 
Cette capacité d’adjuvant dépend en autre de la capacité du chitosane à induire une réponse 
IFN de type 1. Ici, nous identifions que cette capacité est limitée uniquement à une gamme 
étroite de chitosanes capable d’induire une rupture des lysosomes. 
 L’analyse de la librairie de chitosane identifie les chitosanes qui pourront être utilisés pour 
stimuler la libération d’IL-1ra. Nos travaux répondent à une question de recherche 
importante, qui consiste à identifier les motifs structuraux du chitosane qui stimulent des 
réponses anti-inflammatoires chez les macrophages. Nos travaux montrent que les 
chitosanes qui sont solubles à pH neutre et les chitosanes qui stimulent une forte libération 
de PGE2 auront une faible capacité d’induire la libération d’IL-1ra.  
 Nos travaux suggèrent que les chitosanes qui sont insolubles auront une plus forte capacité 
à activer l’inflammasome. Toutefois, l’activation de l’inflammasome dépend également de 
la dose utilisée. Malgré que plusieurs autres analyses immunologiques doivent être réalisées 
afin de complètement comprendre les propriétés immunologiques du chitosane, nos travaux 
identifient les chitosanes qui mèneront à l’activation de l’inflammasome et ceux qui seront 
relativement inertes. 
Le modèle cellulaire de macrophages humain U937 
La majorité de cette étude a été réalisée dans une lignée cellulaire macrophagique humaine U937. 
Le nombre élevé de conditions à analyser au cours de ces travaux justifie l’usage de ces cellules au 
lieu d’utiliser des cultures de macrophages primaires. En effet, le nombre de conditions testées 
n’aurait pas pu être réalisé si on avait utilisé des macrophages primaires. Toutefois, il faut souligner 
que malgré que ce modèle représente bien le phénotype des macrophages, les cellules U937 
demeurent un modèle de cellules tumorales et il existe toujours des variations entre les 
macrophages dérivés de cellules U937 et les macrophages primaires.  
Cependant, nos travaux et résultats ont également été reproduits en partie dans des cellules de 
macrophages primaires pré-traités avec le PMA dans le cadre de l’article #1. Nous avons également 
reproduit une partie de nos résultats présentés dans l’article #2 dans la lignée cellulaire THP-1 
(données non publiées). Les cellules THP-1 sont une lignée cellulaire également utilisée pour 
étudier le comportement des macrophages (Daigneault, Preston, Marriott, Whyte, & Dockrell, 
2010). Le modèle U937 a été choisi pour cette thèse car les monocytes U937 sont à un état de 
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différenciation plus avancé vers le phénotype macrophage que les cellules THP-1 (Baek et al., 
2009). De plus, les U937 sont d’origine tissulaire (lymphome histiocytaire isolé de la plèvre) 
(Sundstrom & Nilsson, 1976), et reflètent mieux le comportement des macrophages dans les tissus 
en comparaison aux cellules THP-1 qui sont d’origine sanguine (leucémie) (Chanput et al., 2014; 
Tsuchiya et al., 1980). Finalement, lors de la réalisation de nos expériences, les cellules U937 
possédaient un avantage majeur, car ces cellules se divisaient beaucoup plus rapidement que les 
cellules THP-1 (données non publiées), ce qui permet une amplification plus efficace avant la 
différenciation induite par PMA. Ainsi pour accomplir les objectifs de l’article #2 qui demandaient 
un nombre important de cellules, le modèle U937 était plus avantageux.  
 Finalement, la majorité de nos résultats sont cohérents avec la majorité des études récentes portant 
sur le chitosane et les macrophages primaires car :  
 Carroll et al. ont montré chez des cultures primaires de cellules dendritiques d’origine 
murines que le chitosane (2 à 8 µg/mL, 75-90% DDA, Mw 150-400 kDa) peut stimuler une 
réponse IFN de type 1. Dans cette précédente étude, les cellules dendritiques ont été 
obtenues par culture avec du GM-CSF (Carroll et al., 2016). De plus, Guzman-Morales et 
al. ont montré que le chitosane (100 à 500 µg/mL, 80% DDA, Mn 40 kDa) peut stimuler 
chez des macrophages primaires murins la production de GM-CSF (Guzman-Morales et 
al., 2011). Ensemble, ces études suggèreraient ainsi qu’in vivo, la présence de GM-CSF 
dans l’environnement permettrait au chitosane d’induire cette réponse IFN de type 1 chez 
les macrophages.  
 Bueter et al. ont montré chez des macrophages et cellules dendritiques d’origine murins, 
ainsi que des cellules mononucléaires dérivées du sang périphérique que le chitosane (100-
200 µg/mL, 76% DDA, Mw inconnu) peut activer l’inflammasome, ce qui mène à la 
libération d’IL-1β (Bueter et al., 2014). 
Par conséquent, les observations réalisées dans le cadre de nos travaux sont transposables et 
applicables à ces modèles de cellules primaires. Il important de souligner que les travaux de cette 
thèse se sont concentrés uniquement sur les effets du chitosane sur les macrophages. Plusieurs 
autres cellules du système immunitaire, incluant les neutrophiles, les mastocytes et les cellules 
dendritiques contribuent dans la réponse inflammatoire induite par le chitosane (Carroll et al., 
2016; Farrugia et al., 2014; Lafantaisie-Favreau et al., 2013; Simard et al., 2009). Ces autres 
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cellules peuvent libérer un éventail de facteurs susceptibles d’influencer l’environnement 
moléculaire dans lequel les macrophages répondent au chitosane.  
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CHAPITRE 8 CONCLUSION ET RECOMMANDATIONS 
Les travaux présentés dans cette thèse évaluent l’approche innovatrice d’utiliser le chitosane afin 
de moduler le comportement des macrophages afin de guider la production endogène de cytokines 
anti-inflammatoires et anaboliques pour l’articulation. Nos travaux nous ont permis d’identifier le 
rôle que le chitosane joue au sein des macrophages afin d’augmenter le recrutement de MSC dans 
les lésions ostéochondrales. Nos travaux montrent que le chitosane possède une capacité marginale 
d’augmenter la migration des MSC induite par les macrophages et suggèrent que la hausse de 
migration des MSC par le chitosane est due à une plus forte attraction de macrophages portant des 
phénotypes M0 ou M2. Ainsi, les approches thérapeutiques qui permettront de maintenir l’activité 
de macrophages M2 tout en minimisant la présence de molécules induisant l’activation M1 des 
macrophages pourraient augmenter l’attraction de MSC et auront le potentiel d’augmenter la 
réparation du cartilage articulaire induite par stimulation osseuse. 
Nous avons identifié que le chitosane peut stimuler la libération des facteurs IL-1ra et IL-10 en 
large excès du facteur IL-1β chez les macrophages de type M0 et M2. Ces deux molécules jouent 
des rôles importants dans la protection de l’articulation suite à une blessure et durant la réparation 
du cartilage articulaire (Lieberthal et al., 2015; Scanzello & Goldring, 2012). Nos travaux 
suggèrent ainsi que nous pouvons utiliser le chitosane afin de stimuler la libération endogène d’IL-
1ra et IL-10 à partir des macrophages présents dans l’articulation. L’utilisation du chitosane pour 
stimuler la production endogène de ces deux cytokines est beaucoup plus pratique, sécuritaire et 
moins couteuse que les autres méthodes disponibles (comme l’injection de cytokines 
recombinantes ou bien l’utilisation de vecteurs viraux pour induire la production de ces cytokines 
in situ). Des études futures oeuvrant sur la libération d’IL-1ra et IL-10 dans les liquides synoviaux 
suivant l’injection de chitosane dans des modèles d’étude pré-cliniques seraient intéressantes.   
Nous avons identifié plusieurs voies de signalisations cellulaires impliquées dans l’activation des 
macrophages par le chitosane. En autre, nous avons démontré que le chitosane stimule les 
macrophages à libérer IL-1ra et CXCL10/IP-10 par le biais du facteur IFN-β. Nos travaux 
suggèrent ainsi que la molécule IFN-β, qui est la molécule en amont responsable des effets 
anaboliques du chitosane sur les macrophages, pourraient jouer un rôle bénéfique significatif dans 
la réparation du cartilage induite par stimulation osseuse et l’homéostasie de l’articulation. 
Récemment, il a été découvert que les IFN de type 1 jouent des rôles importants dans la réparation 
157 
 
des lésions cutanées et dans la protection contre la fibrose (Gregorio et al., 2010). De plus, 
l’injection sous-cutanée d’IFN-β recombinant est évaluée pour le traitement de l’arthrite 
rhumatoïde (Tak, 2004; van Holten et al., 2005). Les travaux dans cette thèse suggèrent ainsi que 
le chitosane pourrait être utilisé pour induire la production endogène d’IFN-β, et cela pourrait avoir 
un effet protecteur sur l’articulation. Des études futures évaluant l’expression des IFN de type 1 
dans la réparation du cartilage induite par microfracture s’avèreraient intéressantes et pourraient 
révéler un rôle important de ces molécules dans la réparation ostéochondrale. 
Les effets immunomodulateurs du chitosane sur les macrophages ont premièrement été rapportés 
il y a plus de 20 ans. Malgré cela, il a toujours été difficile de prédire comment les macrophages 
répondront à un chitosane donné. La librairie de chitosanes générée dans nos travaux est unique et 
permet d’établir un modèle cellulaire capable de prédire l’effet pro- ou anti-inflammatoire du 
chitosane en fonction de ses propriétés structurales ou de la dose. Le chitosane est un biomatériau 
polysaccharide unique pouvant être utilisé dans une vaste gamme d’applications biomédicales. 
Ainsi, nos travaux soulignent la possibilité d’utiliser, en fonction de la dose ou des propriétés 
structurales, ce polysaccharide afin d’induire ou réprimer différentes réponses immunologiques 
chez les macrophages dans le but ultimate d’augmenter la performance des biomatériaux à base de 
chitosane. Cette thèse contribue ainsi à mieux comprendre les propriétés immunologiques du 
chitosane, ce qui permettra à la conception de nouvelles approches thérapeutiques incorporant le 
chitosane qui seront plus performantes et plus sécuritaires.  
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